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Introducción 
Los elementos traza se caracterizan por estar presentes a bajas 
concentraciones en la litosfera (<1000 mg kg-1) y en los organismos vivos (<100 
mg kg-1) (Adriano, 2001), y entre ellos se encuentra el grupo de los metales 
pesados, que tienen una densidad mayor de 5 g cm-3 (Bothe, 2011). Muchos de los 
elementos traza son micronutrientes esenciales para plantas y animales (tales como 
Cu, Fe, Mn, Ni y Zn). En cambio, otros metales son considerados no esenciales y 
carecen de cualquier función biológica conocida (por ejemplo, metal(oid)es tales 
como As, Cd, Hg y Pb) (Nies, 1999). Estos elementos, sean esenciales o no, a altas 
concentraciones pueden tener fuertes efectos tóxicos y suponer amenazas 
ambientales (McGrath & Zhao, 2015). En Europa, los elementos traza son uno de 
los contaminantes del suelo más frecuentes (European Commission, 2014) y están 
considerados como uno de los contaminantes más peligrosos debido a su larga 
persistencia en el ambiente, ya que estos no pueden ser biodegradados, pudiendo 
incorporarse a los ciclos biológicos (Adriano, 2001, Lombi et al., 2001). 
Los elementos traza pueden estar presentes en suelos a concentraciones 
tóxicas en suelos cuyo material original de partida contiene de forma natural altas 
concentraciones de metal o en suelos contaminados por la actividad industrial, 
minera o agrícola. Un ejemplo de los suelos naturalmente ricos en metales traza 
son los suelos que derivan de rocas ultramáficas. El termino ultramáfico se refiere 
a las rocas ígneas o metamórficas que contienen altas cantidades de minerales 
ferromagnesianos (> 70%) y concentraciones bajas de sílice (SiO2 < 45%) 
presentes en estos suelos y el termino serpentinítico deriva de las rocas ricas en 
serpentinas cuyo color verde y apariencia con franjas de distintas tonalidades 
recuerda a la piel de las serpientes (Brooks, 1987, Mengoni et al., 2010). Entre las 
características más destacables de estos suelos se pueden mencionar las elevadas 
concentraciones de Mg, Fe y metales traza potencialmente fitotóxicos, como Co, 
Cr y Ni, las bajas concentraciones de nutrientes esenciales como N, P y K, la baja 
relación Ca/Mg, el bajo contenido en materia orgánica y una baja capacidad de 
retención hídrica (Whittaker, 1954, Brooks, 1987). Las comunidades de plantas 
que se desarrollan en estas zonas presentan a menudo un elevado número de 
especies endémicas que han desarrollado adaptaciones morfológicas y fisiológicas 
que las diferencian de la flora de sustratos geológicos adyacentes (Whittaker, 
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1954, Brooks, 1987). Concretamente, algunas plantas han desarrollado 
mecanismos específicos para resistir altas concentraciones de metales (Baker, 
1981) y entre ellas destacan las plantas hiperacumuladoras, que son capaces de 
acumular en la parte aérea concentraciones excepcionalmente elevadas de metales 
traza (Brooks, 1987, Chaney et al., 2007). Estas plantas tienen un gran uso 
potencial en técnicas basadas en el uso de plantas para extraer metales del suelo. 
Hasta el momento, se conocen aproximadamente 500 especies de 
hiperacumuladoras y más del 90% de las especies hiperacumuladoras conocidas 
(>450 especies) acumulan Ni (Pollard et al., 2014). Los géneros con mayor 
número de hiperacumuladoras de Ni son Alyssum y Noccaea (anteriormente 
Thlaspi) ambas pertenecen a la familia de angiospermas Brassicaceae          
(Baker & Brooks, 1989).  
El estudio de las comunidades microbianas en suelos serpentiníticos ha 
recibido poca atención hasta el momento, aunque su análisis es particularmente 
interesante ya que permite conocer como estas comunidades se adaptan de modo 
natural a concentraciones tóxicas de metales traza y como es la evolución de las 
comunidades microbianas en suelos naturalmente enriquecidos en metales traza, 
siendo esta una situación completamente diferente de la de suelos contaminados 
por el hombre (Héry et al., 2003). En varios estudios, basados en el uso de 
métodos tradicionales dependientes de cultivo, se ha observado que estos suelos se 
caracterizan por una baja biomasa y actividad microbianas. Este hecho se ha 
atribuido principalmente a las altas concentraciones de metales traza (Lipman, 
1926, Acea & Carballas, 1986, DeGrood et al., 2005, Pal et al., 2005). 
Recientemente, algunos autores han detectado una alta diversidad microbiana en 
suelos serpentiníticos, utilizando técnicas más novedosas basadas en el análisis 
molecular (Mengoni et al., 2004, Oline, 2006, Bordez et al., 2016). En estos suelos 
se ha hallado una gran abundancia de miembros del Filo Actinobacteria, lo que se 
ha relacionados con la alta adaptabilidad de estas bacterias Gram-positivas para 
sobrevivir en ambientes con concentraciones tóxicas de metales traza (Amir & 
Pineau, 1998, Mengoni et al., 2001, Héry et al., 2003, Mengoni et al., 2004, 
DeGrood et al., 2005). También se ha descubierto que muchas de las cepas 
bacterianas aisladas de suelos serpentiníticos, y especialmente aquellas asociadas a 
plantas hiperacumuladoras, poseen una gran resistencia a metales tales como Co, 
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Cr o Ni (Mengoni et al., 2001, Abou-Shanab et al., 2003, Héry et al., 2003, Idris et 
al., 2004, Pal et al., 2005, Becerra-Castro et al., 2009, Becerra-Castro et al., 2011, 
Álvarez- López, 2016). En suelos contaminados con metales traza derivados de la 
actividad humana se ha hallado que la exposición a altas concentraciones de 
metales afecta generalmente al crecimiento, morfología, actividad bioquímica, 
diversidad de los microorganismos y estructura de la comunidad (Giller et al., 
1998, Kozdrój & van Elsas, 2000, Perez-de-Mora et al., 2006, Renella et al., 2006, 
Wang et al., 2007, Dell’Amico et al., 2008, Subrahmanyam et al., 2014). Los 
microorganismos son los primeros en ser sometidos al impacto directo e indirecto 
de la contaminación por metales en el suelo (Lenart-Boroń & Boroń, 2014). La 
respuesta de las poblaciones bacterianas a la contaminación por metales traza 
dependerá de múltiples factores, como por ejemplo el tipo de metal y el tipo de 
microorganismo, la concentración y biodisponibilidad de los metales, etc. (Hassen 
et al., 1998), aunque los cambios en la comunidad no sólo dependerán de la 
presencia y la concentración de metal, sino de otros factores como puede ser el pH, 
la materia orgánica, la humedad y el tipo de suelos (Boivin et al., 2006, Stemmer 
et al., 2007, Kenarova et al., 2014). Diversos estudios observaron que los suelos 
contaminados están dominados generalmente por miembros de los Fila 
Proteobacteria, Acidobacteria, Firmicutes y Actinobacteria, aunque estos Fila se 
encuentran comúnmente también en suelos no contaminados (Vivas et al., 2008, 
Sheik et al., 2012, Gołębiewski et al., 2014, Subrahmanyam et al., 2016). Un 
efecto típico de la contaminación con metales traza sobre la comunidad bacteriana 
es el aumento de la frecuencia de bacterias tolerantes a metal, ya que la presencia 
de este metal induce un incremento de la tolerancia de la comunidad bacteriana, 
por la desaparición de especies sensibles y posterior adaptación de bacterias 
tolerantes (Bååth, 1989, Doelman et al., 1994, Huysman et al., 1994, Díaz-Raviña 
& Bååth, 1996, Pennanen et al., 1996, Müller et al., 2001, Mertens et al., 2006, 
Perez-de-Mora et al., 2006, Chien et al., 2008, Dell’Amico et al., 2008).  Las 
comunidades bacterianas tolerantes están a menudo representadas por bacterias 
Gram-positivas de los géneros Bacillus (Firmicutes), Arthrobacter y 
Corynebacterium (Actinobacteria) o Gram-negativas como Pseudomonas, 
Alcaligenes, Ralstonia y Burkholderia (Proteobacteria) (Piotrowska-Seget et al., 
2005).  
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Los microorganismos han desarrollado diversas estrategias que les permiten 
resistir elevadas concentraciones de metales en el medio externo (Haferburg & 
Kothe 2007). Se conocen seis mecanismos (Bruins et al., 2000): 1) Alteración de 
la permeabilidad de la membrana, 2) Secuestro de metales en el citoplasma, 3) 
Captación extracelular de metales, 4) Detoxificación enzimática, 5) Reducción de 
la sensibilidad de las dianas celulares de estos metales, 6) Transporte activo de 
metales en el interior celular mediante sistemas de extrusión. De estos seis 
mecanismos, la extrusión de metales mediante sistemas de transporte activo es el 
mecanismo más extendido en procariotas (Bruins et al., 2000). La mayoría de los 
mecanismos de extrusión de metales descritos hasta el momento pertenecen a 
bacterias Gram-negativas, pero también podemos encontrar sistemas de eflujo 
activo en bacterias Gram-positivas (Taj & Rajkumar, 2016). En el caso del Ni se 
conoce entre otros los genes ncc que codifican para un sistema de contra-
transporte protón-catión (catión-proton antiporter) que exporta Ni, Cd y Co del 
interior de la célula y que se relaciona con la resistencia de bacteriana a estos 
elementos (Schmidt & Schlegel, 1994).  
Esta tesis se centra en el análisis de las comunidades bacterianas de la 
rizosfera de plantas que crecen en suelos naturalmente enriquecidos o 
contaminados con elementos traza. El término “rizosfera” fue propuesto por 
Hiltner en 1904 para describir la porción de suelo inmediatamente en contacto con 
las raíces de plantas que se caracterizan por una alta actividad microbiana. Las 
raíces producen y excretan continuamente compuestos en la rizosfera (Berg & 
Smalla, 2009). Estos rizodepósitos pueden estimular o inhibir las poblaciones 
microbianas y sus actividades. La mayoría de estos rizodepósitos son exudados 
radiculares y son principalmente compuestos orgánicos solubles en agua liberados 
por las células radiculares en la solución del suelo rizosférico (Bais et al., 2006, 
Badri & Vivanco, 2009, Huang et al., 2014). Estos exudados proporcionan una 
fuente lábil de carbono (y posiblemente de nitrógeno) que hacen que la actividad y 
densidad microbiana sean generalmente mayores en el suelo rizosférico 
(Brimecombe et al., 2001, Walker et al., 2003, Bais et al., 2006, Hartmann et al., 
2009),  fenómeno que se conoce como “efecto rizosférico” (Sørensen, 1997, 
Raaijmakers et al., 2009). 
La abundancia y la composición química de los exudados radiculares varía 
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dependiendo de la especie de planta, e incluso de la variedad dentro de la misma 
especie. También varía en función de la fase de desarrollo de la planta y diversos 
factores ambientales, incluyendo el tipo de suelo, pH, temperatura y la presencia 
de microorganismos (Uren, 2000, Brimecombe et al., 2001, Smalla et al., 2001, 
Badri & Vivanco, 2009). A través de sus exudados radiculares las plantas son 
capaces de atraer a la rizosfera comunidades microbianas específicas como por 
ejemplo microorganismos beneficiosos como son las PGPR (del inglés Plant 
Growth Promoting Rhizobacteria; (Vessey, 2003)). Las PGPR pueden influir en el 
crecimiento de la planta y su fisiología mediante la producción de compuestos que 
favorecen el crecimiento vegetal o fitohormonas, fijación de N2 atmosférico, 
liberación de nutrientes para las plantas, o supresión de los niveles de etileno ante 
situaciones de estrés. (Schwyn & Neilands, 1987, Leyval & Berthelin, 1989, Van 
Loon et al., 1998, Richardson, 2001, Compant et al., 2005, Dell'Amico et al., 
2005, Beattie, 2006, Crowley, 2006, Podile & Kishore, 2006, Richardson & 
Simpson, 2011, Sessitsch et al., 2013, Duca et al., 2014, Glick, 2014).  
La estructura y diversidad microbianas en la rizosfera de las plantas 
hiperacumuladoras no se conoce en detalle , ya que menos del 10% del as especies 
hiperacumuladoras han sido investigadas (Alford et al., 2010). La mayoría de los 
trabajos centrados en el estudio de las comunidades bacteriana rizosféricas 
asociadas a plantas hiperacumuladoras de Ni se basan en el uso de técnicas 
cultivables con el objetivo de aislar y caracterizar cepas bacterianas con uso 
potencial como bio-inóculos en técnicas de fitocorrección (Abou-Shanab et al., 
2003, Idris et al., 2004, Abou-Shanab et al., 2006, Pal et al., 2007, Becerra-Castro 
et al., 2009, Becerra-Castro et al., 2011, Turgay et al., 2011, Álvarez-López et al., 
2016).  Muchas de las cepas aisladas en estos estudios presentan una alta 
tolerancia a Ni y están generalmente identificadas filogenéticamente con 
miembros pertenecientes a los Fila Proteobacteria, Actinobacteria y Firmicutes. 
Algunos autores, utilizando métodos no dependientes de cultivo para estudiar las 
comunidades bacterianas asociadas a plantas hiperacumuladoras de Ni, (Gremion 
et al., 2003, 2004, Idris et al., 2004, Mengoni et al., 2004) aun así, no se conocen 
con detalle las comunidades bacterianas de la rizosfera de estas plantas. Según han 
propuesto distintos autores la microbiota rizosférica puede tener un papel muy 
importante en el proceso de hiperacumulación. En los últimos años ha aumentado 
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el interés por estudiar los microorganismos de la rizosfera de plantas 
hiperacumuladoras, principalmente porque esta información puede ser de gran 
utilidad para optimizar distintas fitotecnologías que emplean este tipo de plantas 
(ej. fitominería) (Lebeau et al., 2008, Kidd et al., 2009, Glick, 2010, Becerra-
Castro et al., 2013, Sessitsch et al., 2013, Glick, 2014, Muehe et al., 2015).  
El estudio de comunidades microbianas asociadas a otras plantas metalófitas 
o pseudometalófitas creciendo en ambientes ultramáficos ha recibido incluso 
menos atención. Algunos autores realizaron estudios comparativos centrados en el 
estudio de las comunidades bacterianas cultivables asociadas con plantas 
hiperacumuladoras de Ni, con plantas exclusoras de Ni, o con otras plantas 
metalófitas o pseudometalófitas no acumuladoras y no exclusoras (Delorme et al., 
2001, Becerra-Castro et al., 2009, Álvarez-López et al., 2016). 
Las especies y poblaciones vegetales desarrolladas en suelos con alto 
contenido en metales se consideran candidatas ideales para el desarrollo de 
técnicas de fitocorrección. La fitocorrección se define como el uso de plantas y de 
sus microorganismos asociados para tratar suelos, sedimentos o aguas 
contaminadas con compuestos orgánicos o inorgánicos. Estas técnicas se 
benefician de la capacidad natural de las plantas para transformar, extraer, 
volatilizar o estabilizar los contaminantes, y se consideran muy adecuadas para 
conseguir la mejora de  las funciones y estructura del suelo (Cunningham & Ow, 
1996, Salt et al., 1998, Wenzel et al., 1999, McGrath & Zhao, 2003, Pilon-Smits, 
2005), además están consideradas como opciones económicamente rentables y 
menos invasivas que las técnicas convencionales basadas en métodos de ingeniería 
(Mench et al., 2009, Vangronsveld et al., 2009, Mench et al., 2010, Greenland, 
2014). Otras ventaja es que son técnicas de aplicación in situ, están diseñadas para 
extraer o estabilizar los contaminantes en el suelo en el lugar de origen, sin 
necesidad de excavación o remoción de suelo, generan pocos residuos, tienen un 
bajo coste, son fáciles de establecer, gozan de una gran aceptación social y pueden 
aplicarse conjuntamente con otras técnicas de recuperación (Pilon-Smits, 2005, 
Wuana & Okieimen, 2011). Las técnicas de fitocorrección pueden subdividirse en 
dos grupos: de contención o de extracción. Los procesos de contención 
comprenden la fitoestabilización o fitoinmobilización cuyo objetivo primordial es 
reducir la biodisponibilidad, la movilidad y/o la toxicidad del contaminante en el 
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ambiente. Por otra parte, los procesos de extracción comprenden la fitoextracción 
(uso de plantas que extraen los contaminantes del suelo, concentrándolos en su 
parte aérea), la fitovolatilización (uso de plantas para volatilizar contaminantes) y 
la fitodegradación (uso de plantas y de los microorganismos asociados a las 
mismas para degradar contaminantes orgánicos) (Lombi et al., 2001). Se ha 
demostrado que el uso de estas fitotecnologías puede incrementar la diversidad 
microbiana del suelo y restaurar su funcionalidad (Mench et al., 2006, Kumpiene 
et al., 2009), debido a la reducción de la disponibilidad y toxicidad del metal y a 
la mejora de las propiedades químicas del suelo. 
El estudio de la estructura y diversidad de las comunidades bacterianas 
presentes en distintos suelos, así como de las variaciones inducidas por diferentes 
factores (vegetación, clima, manejo, etc.) se aborda utilizando métodos que 
generalmente se subdividen en métodos dependientes de cultivo y métodos 
independientes de cultivo.. El mayor problema de los métodos dependientes de 
cultivo es que tan solo se han podido cultivar entre un 0,001 y un 1% de los 
microorganismos vivos presentes en el medio ambiente (Torsvik et al., 2003) por 
lo que permiten tener acceso a tan solo una pequeña parte de la diversidad real 
existente (Amann et al., 1995). 
Los métodos independientes de cultivo no requieren ninguna etapa de 
cultivo y se basan en el estudio de las características bioquímicas y moleculares de 
los organismos, para caracterizar taxonómica y funcionalmente las comunidades 
microbianas. Este tipo de técnicas permiten obtener mucha más información de la 
diversidad microbiana existente en una muestra ambiental que las técnicas 
dependientes de cultivo (Amann et al., 1995). En este tipo de métodos se utilizan 
normalmente componentes celulares como por ejemplo ácidos nucleicos, lípidos y 
proteínas (Su et al., 2012, Willers et al., 2015). En muchos de los trabajos 
centrados en el estudio de las comunidades microbianas de suelos se han utilizado 
mayoritariamente los ácidos nucleicos, concretamente el ADN aunque el ARN 
también ha sido utilizado comúnmente para obtener información de la comunidad 
microbiana activa (Rastogi & Sani, 2011, van Elsas & Boersma, 2011, Puglisi et 
al., 2012, Su et al., 2012, Lagos et al., 2015, Visioli et al., 2015).  
En esta tesis se utilizaron técnicas dependientes e independientes de cultivo. 
Con respecto a las técnicas independientes se han utilizado DGGE, secuenciación 
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de alto rendimiento y qPCR. La DGGE (electroforesis en gel de poliacrilamida 
con una concentración creciente de agente desnaturalizante) de fragmentos 
amplificados por PCR del gen que codifica el ARN ribosómico 16S (ADNr 16S) 
permite, en poco tiempo, comparar y tener una perspectiva general de la estructura 
y diversidad de la comunidad microbianas (van Elsas & Boersma, 2011) así como, 
analizar un número elevado de muestras en paralelo. Sin embargo, esta técnica 
solo detecta las bacterias dominantes en la comunidad (Lagos et al., 2015). En los 
últimos años, las técnicas de secuenciación de alto rendimiento o NGS (del inglés 
Next-generation sequencing) posibilitan el análisis a gran escala de las 
comunidades microbianas, ya que permiten secuenciar ADN y ARN mucho más 
rápido. La técnica de PCR cuantitativa en tiempo real permite cuantificar con 
fiabilidad el número de copias de un fragmento de ADN de interés presentes en 
una muestra. 
 
Objetivos y tareas desarrolladas 
El objetivo global de este proyecto fue, por una parte, caracterizar 
comunidades bacterianas de la rizosfera de distintas plantas que crecen en suelos 
naturalmente ricos en metales traza y, por otra parte, evaluar el efecto de las 
técnicas de fitocorrección, a medio y largo plazo, en las comunidades bacterianas 
de suelos contaminados con metales traza. Se emplearon técnicas moleculares que 
permiten una visión más amplia que con técnicas tradicionales basadas en el 
cultivo. Con el fin de alcanzar este objetivo se realizaron una serie de estudios en 
dos escenarios de contaminación diferentes.  
 
Escenario 1: Suelos naturalmente ricos en metales traza. Suelos 
serpentiníticos. 
Las plantas hiperacumuladoras tienen la capacidad de acumular grandes 
concentraciones de metal en la parte aérea y presentan un interés especial en 
técnicas de fitoextracción (Brooks, 1987, Chaney et al., 2007). En la Península 
Ibérica hay dos subespecies de Alyssum serpyllifolium Desf. que son 
hiperacumuladoras de Ni y endémicas en suelos serpentiníticos. En este estudio se 
trabajó con tres poblaciones de Alyssum serpyllifolium subsp. lusitanicum 
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(Barazón (Galicia- España), Morais y Samil (Trás-Os_Montes, Portugal)) y una 
población de Alyssum serpyllifolium subsp. malacitanum (Sierra Bermeja 
(Andalucía, España) 
  Inicialmente, se procedió al estudio de las comunidades bacterianas 
rizosféricas de dos subespecies de A. serpyllifolium presentes en la Península 
Ibérica (Capítulo 3). A efectos comparativos también se analizaron muestras de 
suelo no vegetado, así como muestras de suelo rizosférico de una especie 
exclusora de metales (Dactylis glomerata) recogidas en los mismos suelos 
serpentiníticos. Este trabajo se realizó empleando la técnica de DGGE de 
fragmentos amplificados del gen que codifica el ARN ribosómico 16S (ADNr 
16S). 
A continuación (Capítulo 4), se caracterizó con mayor detalle la diversidad 
de las comunidades bacterianas presentes en suelos no vegetados y en la rizosfera 
de las dos subespecies hiperacumuladoras de A. serpyllifolium de áreas 
ultramáficas del norte (Barazón) y sur de España, (Sierra Bermeja). Por otro lado, 
se cuantificó, en suelos no vegetados y en la rizosfera de Alyssum, la abundancia 
de un gen (nccA ) relacionado con la tolerancia bacteriana a elementos traza como 
Ni, Co y Cd. Las técnicas utilizadas en este estudio fueron, secuenciación de alto 
rendimiento (pirosecuenciación) y DGGE de fragmentos de ADNr 16S así como 
qPCR para la cuantificación de nccA . 
En el siguiente estudio (Capítulo 5) se llevó a cabo un experimento en 
macetas con el fin de comparar las comunidades bacterianas que colonizan la 
rizosfera de las dos subespecies de A. serpyllifolium hiperacumuladoras de Ni de 
la Península Ibérica y la exclusora Dactylis glomerata. Este experimento se 
planteó  para analizar con mayor detalle las comunidades bacterianas de la 
rizosfera de dos especies vegetales que presentan estrategias opuestas para hacer 
frente a concentraciones toxicas de metal en el suelo. Las semillas de Alyssum 
fueron recogidas en Barazón, Morais y Samil, en el caso de la subsp. lusitanicum, 
y en Sierra Bermeja, en el caso de la subsp. malacitanum y las semillas de Dactylis 
fueron recolectadas en Barazón. Las semillas germinadas se transplantaron a 
macetas que contenían un sustrato estéril enriquecido con roca ultramáfica. Estas 
macetas se dispusieron  sobre una capa de suelo ultramáfico fresco proveniente de 
Barazón de modo que los microorganismos del suelo fresco pudieran colonizar los 
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sustratos rizosféricos. Las comunidades bacterianas rizosféricas y  asi como de 
sustrato no plantados establecido de la misma forma como control se analizaron 
mediante DGGE de fragmentos de ADNr 16S y también se determinaron las 
densidades de bacterias heterótrofas y de bacterias tolerantes a Ni utilizando 
técnicas dependientes de cultivo. 
 
Escenario 2: Suelos contaminados por la actividad antrópica 
Las técnicas de fitoestabilización y fitoextracción son las técnicas más 
comúnmente aplicadas en áreas contaminadas con metales traza y ambas 
pretenden disminuir la concentración de metal lábil en el suelo (Kidd et al., 2015). 
El objetivo del último estudio (Capítulo 6) fue analizar el efecto de diversas 
técnicas de fitocorrección en la estructura, la diversidad y la actividad de las 
comunidades microbianas edáficas y estudiar el potencial de estos parámetros 
biológicos para monitorizar el éxito de las técnicas de fitocorrección a medio y 
largo plazo en suelos contaminados. Con este fin, se recogieron muestras en seis 
suelos contaminados con metales traza a lo largo de todo Europa donde se 
aplicaron técnicas de fitocorrección durante al menos 5 años. Las técnicas de 
corrección utilizadas en estos suelos fueron fitoextracción, fitoestabilización 
asistida y estabilización/fitoexclusión in situ. Por una parte, se evaluó la actividad 
de ciertas enzimas claves en los ciclos del C, P, N y S, además se utilizó qPCR 
para evaluar el número de copias de distintos genes implicados en procesos 
esenciales del ciclo del N. Por otra parte, se estudió la diversidad y estructura de 
las comunidades bacterianas utilizando DGGE de fragmentos de ADNr 16S. 
 
Resultados principales y conclusiones 
Los resultados y conclusiones más relevantes del estudio realizado pueden 
resumirse ede la siguiente manera: 
En lo que respecta a los suelos enriquecidos naturalmente con elementos 
traza, se observó que la comunidad microbiana de los suelos ultramáficos 
estudiados estuvo dominada por los miembros de los Fila Alfaproteobacteria y 
Actinobacteria (que presentaron una abundancia relativa similar). Las secuencias 
afiliadas a estos Fila supusieron 2/3 del total de secuencias obtenidas por 
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pirosecuenciación. En los suelos ultramáficos, la abundancia relativa de los Fila 
Actinobacteria y Gemmatimonadetes fue más alta que la encontrada generalmente 
en otros suelos no enriquecidos en elementos traza con características similares.  
Al comprar los datos de las áreas ultramáficas de Galicia y Andalucía se vio 
que la abundancia relativa de Acidobacteria (grupos 3, 4 y 7) y de Actinobacteria 
fue menor en Sierra Bermeja que en Barazón, y se observó lo contrario para 
Proteobacteria (en concreto para las clases Alfa- y Betaproteobacteria), 
Firmicutes y Bacteroidetes. A un nivel taxonómico inferior, se observó un notable 
enriquecimiento en Oxalobacteraceae en Sierra Bermeja. Las diferencias en la 
composición de la comunidad bacteriana entre las dos áreas ultramáficas fueron 
más pronunciadas en el suelo no vegetado que en el rizosfera.  
Por otra parte, se comprobó que las comunidades bacterianas en los suelos 
ultramáficos no vegetados defirieron de las comunidades en la rizosfera de la 
hiperacumuladora y de la exclusora de Ni aun creciendo en los mismos suelos. 
Esto mismo se observó al analizar la comunidad bacteriana total y, en general, fue 
aún más pronunciado en los perfiles DGGE de Alfaproteobacteria y/o 
Actinobacteria. En las cuatro áreas ultramáficas estudiadas, la rizosfera de la 
hiperacumuladora de Ni, Alyssum, y de la exclusora, Dactylis, también albergaron 
comunidades bacterianas diferentes. Los valores de disimilitud alcanzaron un 
máximo en el caso de las comunidades de Alfaproteobacteria. En cuanto a las 
comunidades bacterianas en la rizosfera de las cuatro poblaciones estudiadas de la 
hiperacumuladora de Ni, Alyssum, se encontraron diferencias significativas, 
aunque, las diferencias entre las dos poblaciones portuguesas no fueron marcadas.  
Los análisis de correspondencias canónicas indicaron que, en el suelo no 
vegetado, la estructura de las comunidades de Alfaproteobacteria, Actinobacteria y 
Streptomycetaceae se vio influenciada significativamente por algunas 
características intrínsecas del suelo (como el C orgánico, Ni total en suelo y el Mg 
intercambiable), mientras que, en la rizosfera estos factores fueron sustituidos por 
otros parámetros relacionados con la disponibilidad de nutrientes (CIC en la 
rizosfera de Alyssum y en la rizosfera de Dactylis el K disponible) y, en el caso de 
la planta exclusora, también la disponibilidad de elementos traza. Estos resultados 
sugieren una relación entre las comunidades bacterianas rizosfericas y la 
disponibilidad de nutrientes y elementos traza. 
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Las comunidades de Alfaproteobacteria en la rizosfera de las distintas 
poblaciones de Dactylis glomerata mostraron una alta similitud y constituyeron un 
grupo definido en el dendrograma de los perfiles DGGE de fragmentos de ADNr 
16S. En los perfiles de otros grupos bacterianos o en el caso de las comunidades 
rizosféricas de Alyssum no se apreció este agrupamiento  lo que sugiere que la 
planta exclusora de Ni selecciona, en las diferentes áreas ultramáficas, una 
comunidad de Alfaproteobacteria similar. Parece interesante investigar más en 
profundidad el papel de los miembros de este grupo bacteriano en los mecanismos 
de tolerancia y/o exclusión de plantas de la familia Poaceae. 
En cuanto a los análisis sobre la comunidad bacteriana de la rizosfera de 
Alyssum se puede destacar que, en comparación con el suelo no vegetado, la 
rizosfera de las hiperacumuladoras de Ni de Barazón y de Sierra Bermeja mostró 
un enriquecimiento relativo en miembros de los Fila Bacteroidetes, Actinobacteria 
de la clase Actinobacteridae, y Alfaproteobacteria. En cambio, Acidobacteria del 
grupo 1, Bacilli (especialmente los géneros Cohnella y Paenibacillus), 
Anaeromyxobacter y Latescibacteria (previamente WS3) mostraron una mayor 
abundancia relativa en el suelo no vegetado que en la rizosfera. La secuenciación 
de las bandas cortadas en los perfiles DGGE de los fragmentos del gen 16S rARN, 
así como la pirosecuenciación de fragmentos del gen 16S rARN amplificados a 
partir del ADN total de la comunidad, indicarón que algunos miembros relevantes 
y característicos de la comunidad bacteriana rizosfera de la hiperacumuladora de 
Ni Alyssum serpyllifolium son: 
a) Actinobacteria de la familia Geodermatophilaceae (generos 
Blastococcus, Geodermatophilus y Modestobacter) conocidos por sus austeros 
requerimientos nutricionales y su capacidad para colonizar sustratos pobres. 
b) Actinobacteria del genero Pseudonocardia. 
c) Alfaproteobacteria de la familia Hyphomicrobiaceae como los miembros 
de los generos Devosia y Hyphomicrobium, caracterizados por la presencia de 
prosthecae (apéndices que les confieren la capacidad de sobrevivir en hábitats 
pobres en nutrientes) y/o por poseer en su genoma genes relacionados con la 
fijación de N2. 
d) Alfaproteobacteria del genero Methylobacterium, las cuales han sido 
previamente encontradas en asociación con Alyssum y otras plantas, y que 
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incluyen numerosas bacterias con capacidad de promover el crecimiento vegetal.  
e) Miembros de la familia Rhodobacteraceae que, según varios autores, 
incluyen bacterias con capacidad para fijar N2 y cepas relacionadas con el ciclo del 
Mn. 
f) Organismos relacionados filogenéticamente con Gemmatimonas. 
Esta información indica que sería de gran interés aislar y caracterizar 
organismos de estos taxones, así como investigar su capacidad para mejorar la 
nutrición Alyssum y/o la movilización de Ni. 
Otro aspecto que se puede destacar es que la rizosfera de las subespecies de 
Alyssum serpyllifolium hiperacumuladoras de Ni cultivadas en el substrato 
artificial enriquecido con roca ultramáfica albergó una densidad más alta de 
bacterias tolerantes a Ni que la rizosfera de la exclusora o que el substrato no 
plantado. Además, en suelos ultramáficos de Barazón y Sierra Bermeja el número 
de copias del gen nccA , implicado en un mecanismo bacteriano (bomba de 
extrusión) para expulsar el Ni de la célula, fue mayor en la rizosfera de Alyssum 
que en suelo no vegetado. 
 
En lo que se refiere al estudio relativo a suelos contaminados por actividad 
antrópica en los que se implementaron diferentes técnicas de fitomanejo, se 
observó que los  procesos de fitorremedio indujeron incrementos en la biomasa y 
actividad microbianas así como claras modificaciones en la estructura y diversidad 
de las comunidades bacterianas (tanto a nivel de la comunidad total como en 
distintos grupos bacterianos analizados). Los cambios se observaron 
principalmente en los tratamientos de fitomanejo en los que se incorporaron 
enmiendas orgánicas e inorgánicas. También se vio que la comunidad de 
Actinobacteria se mostró especialmente sensible a los tratamientos de fitomanejo 
de suelos contaminados con TE en los  que incluyeron enmiendas del suelo, tanto 
inorgánicas como orgánicas, mientras que, las comunidades de 
Alphaproteobacteria y Betaproteobacteria resultaron especialmente útiles para el 
seguimiento de cambios en los lugares en los que se emplearon enmiendas 
orgánicas e inorgánicas, respectivamente. Por otra parte, se puede señalar que, en 
general, el número de copias de genes implicados en la desnitrificación y 
nitrificación (nirK, nirS, nosZ and amoA) se vieron afectados por las técnicas de 
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fitomanejo implementadas. Los cambios más pronunciados se apreciaron en los 
lugares en los que se incorporaron enmiendas orgánicas. El estudio realizado 
permitió apreciar que los parámetros microbiológicos fueron muy sensibles a los 
cambios inducidos por el fitorremedio a medio y largo plazo. 
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1.1 Elementos traza  
De los 94 elementos naturales presentes en la tabla periódica 69 son 
metales, de los cuales 55 son metales pesados (Figura 1.1). Los elementos 
conocidos como metales pesados se definen como elementos que pertenecen al 
grupo de los metales y metaloides y que presentan una densidad mayor de 5 g cm-3 
(Parker, 1989).  
Los términos "metal pesado", "elemento traza" o "metal traza" se utilizan 
con frecuencia como sinónimo en la literatura aunque, en realidad, los elementos 
traza, metales o metaloides, se definen como los que están presentes en la litosfera 
en concentraciones por debajo de 1000 mg kg-1 peso seco y que se detectan 
comúnmente en los seres vivos a concentraciones por debajo de 100 mg kg-1 peso 
seco (Adriano, 2001). Muchos de los elementos traza son micronutrientes 
esenciales para plantas y animales (tales como Cu, Fe, Mn, Ni y Zn), y se pueden 
producir deficiencias cuando su concentración en el suelo es muy baja o cuando su 
biodisponibilidad es muy limitada. En cambio, otros metales son considerados no 
esenciales y carecen de cualquier función biológica conocida (por ejemplo, metal
 
Figura 1.1: Tabla periódica de los elementos. Los metales pesados están 
marcados en verde y los contaminantes más generalizados (metales y metaloides) 
están marcados en amarillo. 
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(oid)es tales como As, Cd, Hg y Pb) (Nies, 1999). En todos los casos sean 
esenciales o no, los elementos traza a altas concentraciones  pueden tener fuertes 
efectos tóxicos y suponer amenazas ambientales (McGrath & Zhao, 2015). Entre 
los metal(oid)es considerados como contaminantes frecuentes y que pueden 
provocar problemas ambientales se encuentran el Cd, Hg, As, Cr, Cu, Pb, Ni y Zn, 
siendo extremadamente tóxicos los tres primeros (Kuffner, 2007)(Figura 1.1) . 
Uno de los principales problemas ambientales derivados de la presencia de 
metales a elevadas concentraciones es que estos no pueden ser biodegradados y 
por lo tanto su persistencia en el ambiente es muy elevada (cientos de años) 
pudiendo incorporarse a los ciclos biológicos (Lombi et al., 2001). 
 
1.2 Sustratos naturalmente ricos en elementos traza. Ambientes 
ultramáficos 
Libre de interferencia humana el contenido de metales del suelo depende en 
gran medida de la roca madre de la que parte el suelo y de los procesos de 
meteorización. En general, las concentraciones de estos elementos en suelos son 
bajas, aunque existen excepciones, como el caso de los suelos serpentiníticos que 
derivan de rocas ultramáficas y que están naturalmente enriquecidos en metales 
como Ni, Cr y Co. El término "ultramáfica" se refiere a las rocas ígneas o 
metamórficas que contienen altas cantidades de minerales ferromagnesianos (> 
70%) y concentraciones bajas de sílice (SiO2 < 45%). Las rocas ígneas 
ultramáficas se componen esencialmente de minerales ferro-magnesianos (más del 
90%), particularmente olivinos y piroxenos (Brooks, 1987). La mayoría de estas 
rocas ha sufrido distintos procesos metamórficos, siendo la serpentinización (en 
diversos grados) el más frecuente. La serpentinización es un proceso hidrotermal 
en el que minerales primarios, tales como olivinos y piroxenos, se transforman en 
minerales ultramáficos, como antigorita, lizardita y crisotilo. Las rocas 
ultramáficas tienden a ser ricas en elementos traza como Cr, Co y Ni y deficientes 
en P, K y Ca, siendo estos cuatro últimos esenciales en la nutrición vegetal 
(Brooks, 1987, Calvo de Anta et al., 1987, Proctor, 1999). Las rocas ultramáficas 
están ampliamente distribuidas en todo el mundo y suponen cerca del 13% de los 
sustratos geológicos mundiales (Menezes de Sequeira & Pinto da Silva, 1991). 
Los suelos que se desarrollan sobre rocas ultramáficas se denominan 
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habitualmente suelos ultramáficos o suelos serpentiníticos aunque este último no 
sea el apelativo más correcto (Brooks, 1987) y estos ocupan alrededor del 1% de 
toda la corteza terrestre (Proctor, 1999). Aunque estos suelos muestran una 
considerable variabilidad en sus propiedades físico-químicas, por lo general 
presentan una serie de características comunes que los diferencian de otros suelos. 
Entre las características más destacables se pueden mencionar: elevadas 
concentraciones de Mg, Fe y elementos traza potencialmente fitotóxicos, como Co, 
Cr y Ni; bajas concentraciones de nutrientes esenciales como N, P y K; baja 
relación Ca/Mg; bajo contenido en materia orgánica y una baja capacidad de 
retención hídrica (Whittaker, 1954, Brooks, 1987). Los suelos ultramáficos, o 
suelos derivados de rocas ultramáficas, están considerados como ambientes 
naturalmente ricos en elementos traza. 
En la Península Ibérica se distinguen áreas serpentiníticas en el noroeste de 
España (complejo de la Capelada-Serra do Careón), noreste de Portugal (Trás-Os-
Montes) y suroeste de España (Sierra Bermeja) (Brooks et al., 1981, Menezes de 
Sequeira & Pinto da Silva, 1991). En la provincia de Coruña, las rocas 
ultramáficas son parte de un complejo de rocas básicas (gabros, noritas, anfibolitas 
y eclogitas) que se sitúan al norte de Santiago de Compostela hasta O Cabo 
Ortegal. Existen rocas serpentinizadas en el complejo de A Capelada 
(afloramientos de Herbeira, Uzal y Limo), en el complejo polimetamórfico de 
Melide (gándara de Melide y Serra do Careón) y en el complejo de Bazar-Castriz 
(Macías Vázquez & Calvo de Anta, 1992). También se encuentran rocas 
ultramáficas en el noreste de Portugal, en Trás-Os-Montes (cerca de Bragança y 
Vinhais). La geología de esta región fue descrita por Ferreira (1965) y Cotelo-
Neiva (1948) que la interpretaron como un batolito erosionado y rodeado de 
anfibolitas. Estas rocas ultramáficas están representadas por dunitas, lerzolitas, 
anfibolitas y peridotitas ricas en asbestos fuertemente serpentinizadas que difieren 
de otras rocas ultramáficas por: su alto contenido en magnesio (sobre un 35% 
MgO) debido a las altas concentraciones de enstatita y forsterita, y también por 
una elevada concentración de Na debido a la naturaleza calco-alcalina del magma 
original (Brooks, 1987). La tercera área de serpentinas de la Península Ibérica se 
localiza en Sierra Bermeja (llamada así por el color rojo debido a la riqueza en 
hierro de las rocas). Fue descrita por López González (1975) cómo rocas de origen 
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Terciario, rodeadas de sedimentos y con invasiones pequeñas de rocas ácidas. Las 
peridotitas están fuertemente serpentinizadas y contienen abundantes óxidos de Fe 
(Aguilar-Ruiz et al., 1998, Pérez-Latorre et al., 2013). 
Los ecosistemas serpentínicos se caracterizan por un escaso desarrollo de la 
cobertura vegetal, así como por afloramientos rocosos ocasionados por la gran 
lentitud en la alteración de las rocas (Proctor & Whitten, 1971, Brooks, 1987, 
Menezes de Sequeira & Pinto da Silva, 1991, Reeves et al., 1996, Robinson et al., 
1996). Las propiedades singulares de los suelos ultramáficos (alta concentración 
de elementos traza, baja fertilidad, etc) dan lugar a una flora con un elevado 
número de endemismos, y con adaptaciones morfológicas y estructurales que se 
desarrollaron para resistir, tolerar y/o prosperar en estas condiciones desfavorables 
para el crecimiento vegetal (Whittaker, 1954, Kruckeberg, 1984, Brooks, 1987, 
Menezes de Sequeira & Pinto da Silva, 1991, Roberts & Proctor, 1992, Harrison, 
1999, Brady et al., 2005). Se cree que la flora en las áreas serpentiníticas está muy 
condicionada por la presencia de níquel, debido a su disponibilidad relativamente 
alta y el hecho de que en muchas de estas zonas se hayan descubierto (sub)
especies vegetales que pueden acumular concentraciones de Ni  
extraordinariamente elevadas en su biomasa aérea (Brooks et al., 1977, Brooks, 
1987, Proctor & Roberts, 1992, Diez-Lázaro et al., 2006). Este tipo de plantas, que 
se describirán con mas detalle en el apartado siguiente, se denominan 
hiperacumuladoras y su distribución está estrechamente relacionada con la 
distribución de los substratos ultramáficos (Brooks & Radford, 1978, Brooks et 
al., 1979, Baker & Brooks, 1989). 
En áreas serpentiníticas de la Península Ibérica se encuentran 2 subespecies 
de Alyssum serpyllifolium Desf. hiperacumuladoras de níquel: Alyssum 
serpyllifolium subsp. lusitanicum, frecuentemente denominada A. pintodasilvae 
(endémica de áreas serpentiníticas de la región de Trás-los-Móntes en el nordeste 
de Portugal y del noroeste de España en Barazón) (Pinto da Silva, 1970, Freitas et 
al., 2004)  y Alyssum serpyllifolium subsp. malacitanum frecuentemente 
denominada A. malacitanum (endémica de suelos sobre serpentinas del Sur de 
España concretamente en Sierra Bermeja, Málaga) (López-González, 1975). Las 
dos subespecies son genéticamente próximas a la no hiperacumuladora, Alyssum 
serpyllifolium Desf., una planta ubicua en la Península Ibérica y el sur de 
Francia. 
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1.2.1 Plantas hiperacumuladoras 
Algunas plantas han desarrollado mecanismos biológicos altamente 
especializados que les permiten resistir, tolerar y/o desarrollarse en presencia de 
elevadas concentraciones de metales, como las presentes en suelos ultramáficos 
(Brooks, 1987, Menezes de Sequeira & Pinto da Silva, 1991, Reeves et al., 1996). 
Baker (1981) definió tres estrategias mediante las cuales las plantas podrían 
resistir altas concentraciones de metales, clasificándolas en exclusoras, indicadoras 
y acumuladoras (Figura 1.2). 
- Plantas exclusoras: Son aquellas que toleran elevadas concentraciones de 
metales en el suelo porque restringen su absorción y/o translocación hacia las 
hojas, lo que les permite mantener concentraciones constantes y relativamente 
bajas en la biomasa aérea, independientemente de la concentración metálica del 
suelo en un intervalo amplio. 
- Plantas indicadoras: son aquellas que presentan en su parte aérea 
concentraciones metálicas que refleja la concentración de metal en el 
suelo; sin embargo, cuando los metales en el suelo alcanzan niveles 
tóxicos, se reduce el crecimiento y se llega a causar la muerte de la planta. 
- Plantas acumuladoras: Son aquellas que absorben los metales activamente a 
partir del suelo y los acumulan en formas no tóxicas en su biomasa aérea. 
Entre las plantas acumuladoras se han reconocido diferentes grados de 
acumulación metálica, desde pequeñas elevaciones sobre el nivel de fondo hasta 
concentraciones excepcionalmente elevadas de elementos traza en su biomasa 
aérea, sin mostrar ningún síntoma visible de toxicidad, como es el caso de las 
plantas hiperacumuladoras (Brooks, 1987). El término hiperacumuladora fue 
acuñado por Brooks y Reeves para referirse a plantas desarrolladas en campo 
capaces de acumular en los tejidos de su parte aérea cantidades >1000 mg Ni kg-1 
peso seco (Brooks et al., 1977). De forma general, las hiperacumuladoras alcanzan 
concentraciones de metales en hojas entre 10 y 100 veces mayores que las plantas 
normales (Lasat, 2002). Actualmente se utiliza el término hiperacumuladora de 
metales para designar plantas que acumulan en su parte aérea concentraciones 
>10,000 mg kg-1 de Mn y Zn (1% peso seco), >1000 mg kg-1 de Co, Cu, Cr, Pb, Ni 
y Se (0,1% peso seco) y >100 mg kg-1 de Cd y As (0,001% peso seco) (Reeves & 
Brooks, 1983). Recientemente estos criterios han sido reevaluados y se ha 
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propuesto un umbral más bajo para elementos como Co, Cu y Cr (300 mg kg-1; 
0,03% peso seco) o Zn (3000 mg kg-1; 0,3% pesos seco) (Krämer, 2010, van der 
Ent et al., 2013). 
 
La hiperacumulación es un fenómeno raro y la base evolutiva de su 
selección ha sido una incertidumbre desde su descubrimiento. Algunos estudios 
sugieren que la alta concentración de metales en la parte aérea de estas plantas les 
confiere capacidad para limitar su depredación y las infecciones microbianas 
causantes de enfermedades vegetales (Boyd & Martens, 1994, Boyd et al., 1994, 
Pollard & Alan, 1997, Poschenrieder et al., 2006), además algunas de estas plantas 
no pueden completar sus ciclos vitales cuando crecen en suelos con un bajo nivel 
de metal. Hasta el momento, se conocen aproximadamente 500 especies de 
hiperacumuladoras y más del 90% de estas especies (>450 especies) acumulan Ni 
(Pollard et al., 2014). Los géneros con mayor número de hiperacumuladoras de Ni 
son Alyssum y Noccaea (anteriormente Thlaspi) ambas pertenecen a la familia de 
angiospermas Brassicaceae (Baker & Brooks, 1989). La lista de 

















Figura 1.2: Respuestas típicas de las plantas frente a la presencia de 
elementos traza en el suelo (Baker, 1981). 
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especies identificadas (Baker et al., 1992, Brooks, 1994). Estas plantas se 
encuentran principalmente en suelos ricos en Zn como los suelos de calamina 
(Meerts & Van Isacker, 1997, Bert et al., 2000). Las plantas hiperacumuladoras de 
Zn se concentran en los géneros Noccaea y Arabidopsis (ambos dentro de la 
familia Brassicaceae) aunque se han encontrado algunas especies de otras familias 
que pueden hiperacumular este elemento, como algunos miembros del género 
Sedum (Crassulaceae) encontrados en Asia (Baker & Brooks, 1989, Deng et al., 
2016, Gupta et al., 2016, Martos et al., 2016). Las hiperacumuladoras de Cd 
parecen ser las misma que las hiperacumuladoras de Zn, N. caerulescens, A. 
halleri, Sedum plumbizincicola y S. alfredii (Brown et al., 1995, Küpper et al., 
2000, Lombi et al., 2000, Deng et al., 2016) y la hiperacumuladora de Ni  Noccaea 
goesingensis (Lombi et al., 2000). 
 
1.2.2 Comunidades microbianas en suelos ultramáficos  
Los elementos traza a concentraciones elevadas pueden tener un efecto 
negativo sobre los microorganismos del suelo. Numerosos estudios han 
demostrado una reducción en la densidad, actividad metabólica y la diversidad de 
las comunidades microbianas después de exposición prolongada a metales (Giller 
et al., 1998, Kozdrój & van Elsas, 2000, Lorenz et al., 2006, Renella et al., 2006). 
Las concentraciones tóxicas de metales provocan un cambio en la composición de 
especies y la selección de bacterias tolerantes a metales (Giller et al., 1998, Kelly 
et al., 1999, Mertens et al., 2006, Pereira & Castro, 2014). 
Los suelos ultramáficos tienen gran interés para el estudio de la adaptación 
bacteriana a metales como el Ni, al ser suelos naturalmente enriquecidos en este 
elemento y expuestos al mismo a largo plazo (Héry et al., 2003). Además, los 
suelos ultramáficos podrían proporcionar cepas microbianas o bio-inóculos 
resistentes a metales con uso potencial en prácticas de biorremedio (Mengoni et 
al., 2001).  
Las comunidades de plantas desarrolladas en suelos ultramáficos, y 
especialmente las especies vegetales hiperacumuladoras de Ni, han sido el objeto 
de muchos estudios; sin embargo la microbiota edáfica en este tipo de suelos 
permanece poco conocida. Hasta la fecha, la mayoría de los estudios realizados en 
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suelos ultramáficos se han centrado en la comunidad bacteriana cultivable y en la 
resistencia a metal de cepas específicas (Lipman, 1926, Acea & Carballas, 1990, 
Amir & Pineau, 1998, Mengoni et al., 2001, Pal et al., 2005, Becerra-Castro et al., 
2009, Álvarez-López et al., 2016) y existen relativamente pocos estudios 
centrados en la comunidad bacteriana no cultivable (Mengoni et al., 2004, 
DeGrood et al., 2005, Oline, 2006). Diversos estudios indican que los suelos 
ultramáficos se caracterizan por una baja densidad y actividad microbianas, lo que 
se ha atribuido principalmente a las elevadas concentraciones de elementos traza 
de estos suelos (Lipman, 1926, Acea & Carballas, 1986, 1990, DeGrood et al., 
2005, Pal et al., 2005, Álvarez-López et al., 2016). Sin embargo, algunos estudios 
demuestran que las comunidades microbianas presentan una alta diversidad 
genética (Mengoni et al., 2004, Mengoni et al., 2010). Mengoni et al. (2004) 
analizarón la comunidad bacteriana en tres áreas serpentiníticas del centro de Italia 
utilizando T-RFLP (del inglés Terminal Restriction Fragment Length 
Polymorphism) y encontraron en estos suelos una gran diversidad genética. Oline  
(2006) comparó las comunidades bacterianas en suelos ultramáficos con aquellas 
de suelos adyacentes no ultramáficos utilizando librerías de clones del gen ARNr 
16S y pese al reducido tamaño de las librerías analizadas, observó que las 
comunidades bacterianas de suelos ultramáficos tendían a mostrar mayores 
similitudes entre ellas que con las comunidades de suelos no serpentiníticas. 
Además, este autor constató que las diferencias eran significativas a escala 
taxonómica inferior hecho que atribuye a que la adaptación bacteriana a las 
condiciones de suelos ultramáficos y, en consecuencia, las características 
específicas de las comunidades de estos suelos, pueden estar relacionada con la 
presencia de genes de resistencia que se transmiten horizontalmente. Varios 
estudios han descrito una gran abundancia de miembros del Filo Actinobacteria en 
suelos ultramáficos (Amir & Pineau, 1998, Mengoni et al., 2001, Héry et al., 2003, 
DeGrood et al., 2005). Amir & Pineau (1998) cultivaron bacterias de suelos 
ultramáficos de Nueva Caledonia y encontrando que más del 80% de las bacterias 
cultivables pertenecían a este mismo Filo, Actinobacteria. Asimismo, en tres áreas 
serpentiníticas de Italia la comunidad de bacterias cultivables resistentes a Ni 
estuvo dominada por miembros del Filo Actinobacteria, y más concretamente del 
género Streptomyces (Mengoni et al., 2001). Héry et al., (2003) evaluaron los 
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cambios inducidos en las comunidades microbianas de suelos ultramáficos y no 
ultramáficos de Nueva Caledonia al añadir Ni (en forma de NiCl2). Tras un 
periodo de 14 días de incubación ambos suelos mostraron una nueva banda en los 
patrones de ITS (del inglés Internal transcribed spacer) con una secuencia que 
coincidía con la de un miembro del orden Actinomycetales. DeGrood et al. (2005) 
también estudiaron las comunidades microbianas en varios suelos ultramáficos y 
no ultramáficos utilizando los perfiles de ácidos grasos de los fosfolípidos 
(comúnmente denominados por sus siglas en inglés PLFA), observando una mayor 
proporción de Actinobacteria en los suelos ultramáficos que en los no 
ultramáficos. Por el contrario, existen estudios que describen una baja proporción 
de Actinobacteria en suelos ultramáficos (Lipman, 1926). Pal et al. (2005) 
obtuvieron una frecuencia parecida de bacterias Gram-positivas (51%; p.e el Filo 
Actinobacteria) y Gram-negativas (49%; p.e el Filo Proteobacteria) aisladas a 
partir de suelos ultramáficos de la India. Utilizando métodos basados en 
secuenciación de alto rendimiento, secuenciación 454 e Illumina MiSeq 
respectivamente, encontraron que la comunidades bacterianas de los suelos 
ultramáficos de Nueva Caledonia utilizados en estos estudios están dominadas por 
miembros del Filo Proteobacteria (Bordez et al., 2016, Gourmelon et al., 2016).  
Diversos estudios han demostrado que las cepas bacterianas aisladas de 
suelos ultramáficos, y especialmente aquellas asociadas a plantas 
hiperacumuladoras, poseen una mayor resistencia a metales tales como Co, Cr o 
Ni (Mengoni et al., 2001, Abou-Shanab et al., 2003, Héry et al., 2003, Idris et al., 
2004, Pal et al., 2005, Becerra-Castro et al., 2009, Becerra-Castro et al., 2011, 
Álvarez- López, 2016). En un trabajo realizado por Héry et al. (2003) estudiaron 
los efectos de la adición de Ni sobre la estructura de la comunidad bacteriana de 
un suelo ultramáfico de Nueva Caledonia y de un suelo referencia (no 
ultramáfico). Los resultados confirmaron que la comunidad bacteriana del suelo 
ultramáfico estaba mejor adaptada a las altas concentraciones de Ni. Estos autores 
ponen de manifiesto la importancia del estudio de las comunidades microbianas de 
suelos ultramáficos que han estado expuestos a metales y particularmente a Ni, por 
40 millones de años (Eoceno), y en los que se espera que el impacto de níquel en 
la comunidad bacteriana difiera considerablemente de la de suelos recientemente 
contaminados. Schlegel et al. (1991) aislaron cepas bacterianas de suelos 
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ultramáficos capaces de tolerar hasta 10-20 mM Ni (en medio de cultivo), 
mientras que las cepas de otros tipos de suelo toleraron solamente 1 mM de Ni. 
Turgay et al. (2012) aislaron cepas bacterianas de suelos ultramáficos de Turquía 
que toleraban hasta 34 mM de Ni en el medio de cultivo. Mengoni et al. (2001) 
observaron que la mayoría de las cepas aisladas de distintos suelos ultramáficos 
mostraron una resistencia simultánea a Ni, Cr y Co, mientras que solamente un 
número reducido eran resistentes a Zn y Cu. Estos autores sugirieron la existencia 
de distintas combinaciones de determinantes genéticos para resistencia a metal, 
incluyendo co-resistencia a distintos metales o resistencia a un solo metal, que 
podrían haber evolucionado independientemente en los nichos ecológicos de los 
afloramientos serpentínicos (Mengoni et al., 2001).  
El estudio de los hongos micorrícicos en suelos ultramáficos también han 
recibido mucha atención (Schechter & Bruns, 2008, Branco, 2010, Schechter & 
Branco, 2014). Branco y Ree (2010) mostraron que, a pesar de la naturaleza 
extrema del substrato, los suelos ultramáficos presentan una abundante comunidad 
de hongos ectomicorrícicos. Maas & Stuntz (1969) documentaron diferencias 
significativas en la mico-flora de suelos ultramáficos y no-ultramáficos, y 
describieron un mayor número de especies de micorrizas en suelos desarrollados 
sobre serpentinas que en los suelos no ultramáficos. Pal et al. (2005) mostraron 
que de manera global los hongos presentes en suelos ultramáficos tenían una 
tolerancia al Ni similar a las bacterias.  
 
1.3 Suelos con elevado contenido en elementos traza de origen 
antropogénico. 
Los metales son uno de los contaminantes del suelo más frecuente (35%) en 
Europa (European Commission, 2014) y están considerados como uno de los 
contaminantes más peligrosos debido a su larga persistencia en el ambiente 
(Adriano, 2001, Vassilev et al., 2004). Así, su incorporación a la cadena 
alimentaria puede ocasionar graves problemas a los seres vivos (Tabla 1.1).  Según 
Ross (1994), las fuentes antropogénicas de contaminación de metales se pueden 
resumir en cuatro grupos principales (Tabla 1.1): 1) minería y fundición de 
metales, 2) industria, 3) deposición atmosférica y 4) agricultura. A nivel mundial, 
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hay un mercado creciente de materias primas que a su vez causan un aumento en 
las actividades de extracción. Esto contribuye a una mayor entrada de metales en 
los suelos (Alloway, 1995).   
Una de las principales causas de contaminación del suelo por metales traza 
es la actividad minera. Los procesos relacionados con la extracción y 
aprovechamiento de metales generan grandes cantidades de subproductos no 
deseados y residuos (EPA, 2004), que se consideran una fuente importante de 
contaminación (Mendez & Maier, 2008). A esto se une la degradación del suelo 
Tabla 1.1. Diferentes fuentes de metales traza en suelos (Lone et al., 2008). 
Metal traza Origen 
As 
Semiconductores, refinación de petróleo, conservantes de 
madera, alimentación animal, centrales eléctricas de 
carbón, herbicidas, volcanes, minería y fundición. 
Cu 
Industria del galvanizado, fundición y refinación, minería, 
biosólidos. 
Cd 
Fuentes geogénicas, actividades antropogénicas, fundición 
y refinación de metal, quema de combustibles fósiles, uso 
de fertilizantes fosfatados, lodos de depuradora. 
Cr 
Industria del galvanizado, residuos sólidos, lodos, curtido 
de piel. 
Pb 
Minería y la fundición, quema de gasolina con plomo, 
aguas residuales municipales, residuos industriales 
enriquecidos en Pb, pinturas. 
Hg 
Erupciones volcánicas, incendios forestales, emisiones de 
industrias que elaboran soda cáustica, quema de carbón, 
turba y leña. 
Se 
Minería de Carbón, refinado de petróleo, combustión de 
combustibles fósiles, industria de fabricación de vidrio, 
síntesis química (p. ej., barniz, pinturas, etc) 
Ni 
Erupciones volcánicas, relleno de tierra, incendios 
forestales, intercambio del gas en el océano, erosión de 
suelos y materiales geológicos ricos en metal. 
Zn 




que es uno de los impactos más evidentes de la actividad minera. Los residuos y 
escombros de mina se caracterizan por propiciar condiciones desfavorables para el 
crecimiento vegetal, debido principalmente a una elevada concentración de 
metales (Mendez & Maier, 2008). Además estos suelos presentan otros factores 
adicionales que limitan el crecimiento vegetal  como son la baja disponibilidad de 
nutrientes y de materia orgánica, pobre estructura y, a menudo, alta acidez 
(Monterroso & Macıás, 1998, Wong, 2003).  
Otra de las actividades humanas que causan contaminación en el suelo por 
metales son los procesos industriales. Muchos de los productos que utilizamos hoy 
en día son fabricados en industrias tales como la textil, petroquímica, curtido, 
farmacéuticas, etc. (Wuana & Okieimen, 2011). Los residuos resultantes de esta 
producción son vertidos al suelo y muchos son potencialmente peligrosos debido a 
su contenido en metales (Cr, Pb, Zn) o compuestos orgánicos tóxicos (Sumner, 
2000). 
Los metales traza también pueden llegar al suelo por deposición 
atmosféricas. La presencia de estos elementos en la atmósfera es, principalmente, 
resultado de la producción de energía, el transporte, la metalurgia y la producción 
de materiales de construcción (Alloway, 2013). Con la excepción del mercurio, los 
elementos traza llegan a la atmosfera generalmente en forma de aerosol y el 
depósito de estos en el suelo se produce mayoritariamente a través de precipitación 
y sedimentación, siendo estos metales esparcidos por el viento en amplias áreas 
(Wuana & Okieimen, 2011, Alloway, 2013). La mayoría de los combustibles 
fósiles contienen elementos traza y desde la revolución industrial han adquirido 
gran importancia. La emisión de Pb debido al uso de gasolinas ricas en este 
elemento, contribuye al aumento del Pb en los suelos de zonas urbanas y áreas 
adyacentes a las carreteras. El Zn y el Cd provenientes de los aceites lubricantes y 
ruedas, pueden estar también generando problemas en los suelos cercanos a las 
carreteras (Wuana & Okieimen, 2011). 
Las prácticas agrícolas también juegan un papel importante en el aumento 
de elementos traza en el suelo. Así los fertilizantes, que se añaden regularmente a 
los suelos en grandes cantidades para proporcionar suficientes nutrientes a las 
plantas, contienen pequeñas cantidades de metales, como Cd y Pb, impurezas que 
después del uso continuo pueden aumentar significativamente el contenido de 
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estos elementos en el suelo (Wuana & Okieimen, 2011). El uso de pesticidas en 
agricultura es común y estos presentan concentraciones importantes de metales en 
su composición que pueden causar problemas ambientales (McLaughlin et al., 
2000). La adición de enmiendas orgánicas a suelos agrícolas, como estiércol, 
compost o lodos municipales, también propicia la acumulación de elementos traza 
en los suelos (Basta et al., 005). El uso de aguas residuales en prácticas agrícolas 
es muy común en todo el mundo, en 2011 se estimaba que se regaban 20 millones 
de hectáreas de suelo cultivado con aguas residuales (Wuana & Okieimen, 2011). 
Aunque las concentraciones de metales en este tipo de aguas suelen ser 
relativamente bajas, el aumento de su uso o su aplicación repetida puede llevar a la 
acumulación de elementos traza en el suelo. En algunos casos, los metales 
añadidos al suelo con distintas prácticas agrícolas pueden ser lixiviados a través 
del perfil del suelo y constituyen un riesgo de contaminación de las aguas 
subterráneas (McLaren et al., 2005). 
 
1.3.1 Comunidades microbianas en suelos contaminados con elementos 
traza 
En el suelo se ha descrito una gran riqueza en microorganismos, así se ha 
encontrado que 1 gramo de suelo agrícola puede contener millones de unidades 
formadoras de colonias (UFC) pertenecientes a miles de especies diferentes 
(Rosselló-Mora & Amann, 2001). A pesar de que los microorganismos 
constituyen menos del 0,5% de la masa del suelo, tienen un gran impacto sobre sus 
propiedades y los procesos que ocurren en el mismo (Tate, 2000); como es el caso 
de los ciclos biogeoquímicos de elementos como el carbono, el nitrógeno, 
oxígeno, el azufre, el fósforo, el hierro y otros metales; degradación de 
compuestos xenobióticos, etc. 
Los microorganismos son los primeros en ser sometidos al impacto directo e 
indirecto de la contaminación por metales en el suelo (Lenart-Boroń & Boroń, 
2014). La respuesta de las poblaciones bacterianas a la contaminación por 
elementos traza dependerá de múltiples factores, como por ejemplo el tipo de 
metal y el tipo de microorganismo, la concentración y biodisponibilidad de los 
metales, etc. (Hassen et al., 1998). 
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Tal como se indicó en el primer apartado los metales sin función biológica 
conocida son generalmente tolerados a concentraciones muy bajas, mientras que 
los elementos esenciales son tolerados a concentraciones más altas (Haferburg & 
Kothe, 2007). Los elementos traza a concentraciones no tóxicas están involucrados 
en el metabolismo secundario de bacterias y hongos (Weinberg, 1990, Haferburg 
& Kothe, 2007). A concentraciones tóxicas estos metales pueden dañar las 
enzimas y por lo tanto provocar su inactivación, ya que los elementos asociados a 
enzimas pueden ser desplazados por elementos tóxicos con estructura similar 
(Bruins et al., 2000). Además, la presencia de elementos traza a altas 
concentraciones también puede alterar la estructura de los ácidos nucleicos y 
proteínas, formando complejos con moléculas proteicas que los inactivan y 
también pueden actuar como sustancias xenotóxicas y alterar procesos fisiológicos 
como son la fotosíntesis, la respiración celular y el metabolismo de los 
carbohidratos. Los efectos más notables son la ruptura de la membrana celular de 
los microorganismos, de los orgánulos celulares o la destrucción de toda la célula 
(Figura 1.3) (Vangronsveld & Clijsters, 2008, Lenart-Boroń & Boroń, 2014). En 
general se considera que los microorganismos y enzimas del suelo son muy 
sensibles al exceso de elementos traza y son considerados como indicadores 
bioquímicos para evaluar la calidad del suelo (Winding et al., 2005, Renella et al., 
2006, Igbinosa, 2015).  
Varios estudios han demostrado que los metales afectan el crecimiento, 
morfología, actividad bioquímica, diversidad de los microorganismos y estructura 
de la comunidad (Sandaa et al., 1999, Tsai et al., 2005, Perez-de-Mora et al., 2006, 
Wang et al., 2007, Dell’Amico et al., 2008, Subrahmanyam et al., 2014). El estrés 
causado por la presencia de elementos traza a concentraciones toxicas, 
generalmente disminuye la diversidad y actividad de las poblaciones bacterianas 
del suelo provocando una reducción de la biomasa total, disminución en número 
de poblaciones específicas y un cambio en la estructura de la comunidad (Hirsch 
et al., 1993, Smit et al., 1997, Sandaa et al., 1999, Kozdrój & van Elsas, 2001, 
Sandaa et al., 2001, Moffett et al., 2003, Hinojosa et al., 2005, Wang et al., 2010, 
Lenart-Boroń & Boroń, 2014, Zhang et al., 2015). Sin embargo, hay otros estudios 
que no muestran esta relación entre contaminación por metales traza y biomasa 
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microbiana o estructura de la comunidad bacteriana (Müller et al., 2001, Gillan et 
al., 2005, Grandlic et al., 2006, Lorenz et al., 2006, Zhu et al., 2013). 
Un efecto típico de la contaminación con metales traza sobre la comunidad 
bacteriana es el aumento de la frecuencia de bacterias tolerantes a metal (Bååth, 
1989, Doelman et al., 1994, Huysman et al., 1994, Díaz-Raviña & Bååth, 1996, 
Pennanen et al., 1996, Müller et al., 2001, Mertens et al., 2006, Perez-de-Mora et 
al., 2006, Chien et al., 2008, Dell’Amico et al., 2008). La mayoría de los estudios 
indican que las bacterias y hongos aislados en hábitats ricos en metales toleran 
niveles más altos de estos, que los aislados en áreas no contaminadas (Doelman et 
al., 1994, Huysman et al., 1994, Mertens et al., 2006) y se ha visto que  la adición 
de metales al suelo (Cd, Zn, Cu, Pb o Ni), induce un incremento de la tolerancia de 
la comunidad bacteriana a estos metales por la desaparición de especies sensibles 
y posterior adaptación de bacterias tolerantes (Díaz-Raviña & Bååth, 1996).  Las 
Figura 1.3: Efectos de los elementos traza a altas concentraciones en las 
bacterias: 1) Producción de especies reactivas de oxígeno que causan daños en el 
ADN, 2) Ruptura de la membrana celular; 3) Bloqueo de mecanismos esenciales al 
dañarse las biomoléculas; 4) Desplazamiento de elementos esenciales (p.ej. Fe) en las 
enzimas por otros metales. 
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comunidades bacterianas tolerantes están a menudo dominadas por bacterias Gram
-positivas de los géneros Bacillus (Firmicutes), Arthrobacter y Corynebacterium 
(Actinobacteria) o Gram-negativas como Pseudomonas, Alcaligenes, Ralstonia y 
Burkholderia (Proteobacteria) (Piotrowska-Seget et al., 2005). Sheik et al. (2012) 
observaron cambios en la comunidad bacteriana y en la abundancia del Filo 
Proteobacteria en suelos expuestos a Cr y As durante largos periodos de tiempo. 
En comparación con un suelo no contaminado, los suelos contaminados estaban 
dominados por Proteobacterias mientras que Actinobacteria y Acidobacteria (que 
son generalmente abundantes en suelos con altas concentraciones de elementos 
traza) se convirtieron en taxa menos representadas de la comunidad bacteriana. En 
otro estudio, Vivas et al. (2008) encontraron que Proteobacteria, Firmicutes y 
Actinobacteria son los Fila más abundantes en suelos con contaminación mixta 
(contaminantes orgánicos y elementos traza). Subrahmanyam et al. (2016) 
estudiaron el efecto de la contaminación a largo plazo sobre la actividad y la 
composición de la comunidad bacteriana. A su vez identificaron aquellos Fila más 
sensibles a metales y/o dominantes en la comunidad bacteriana. Utilizando 
clonación y secuenciación de las bandas de DGGE (electroforesis en gel con 
gradiente desnaturalizante) revelaron que los Fila bacterianos dominantes en 
suelos con contaminación mixta (orgánicos y elementos traza) eran Acidobacteria, 
Firmicutes y Actinobacteria. Estos autores sugirieron que estos Fila pueden 
incluir bacterias con alta tolerancia a elementos traza. Gołębiewski et al. (2014)  se 
cuestionaron sí existía un conjunto de taxones comunes a este tipo de suelos 
contaminados, y estudiaron 2 suelos con contaminación metálica, por Zn, Pb y Cr. 
Estos autores observaron un grupo de organismos presentes en todas las muestras 
analizadas, que pertenecían a los géneros Sphingomonas, Candidatus Solibacter y 
Flexibacter. Estos estudios principalmente han aumentado nuestro conocimiento 
sobre las poblaciones bacterianas sensibles que se ven afectadas negativamente 
por elementos traza. 
Los distintos metales presentes en el suelo afectan las poblaciones 
microbianas de forma diferente (Lenart-Boroń & Boroń, 2014). Por ejemplo, el Cu 
afecta a los microorganismos que intervienen en el proceso de nitrificación y de 
mineralización de compuestos proteínicos (Kabata-Pendias & Pendias, 1999). 
Utilizando métodos dependientes de cultivo, Dell’Amico et al. (2008) demostraron 
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que el Cu influye en las comunidades bacterianas cultivables, afectando la 
estructura y alterando su resistencia a este metal. El porcentaje de bacterias de 
crecimiento rápido, después de un día de incubación, era menor en los suelos con 
mayor concentración de Cu extraíble. Utilizando métodos no dependientes de 
cultivo, Berg et al. (2012) descubrieron que una exposición a Cu durante un largo 
periodo de tiempo afecta a la estructura de la comunidad bacteriana, pero no a su 
diversidad y riqueza. Distintos autores llegaron a conclusiones similares (Sandaa 
et al., 2001, Ellis et al., 2003, Chodak et al., 2013). Rajapaksha et al. (2004) 
compararon las reacciones de bacterias ante la presencia de metales a 
concentraciones tóxicas en suelos (Zn y Cu) y concluyeron que la comunidad 
bacteriana es más sensible al aumento de elementos traza en el suelo que la 
comunidad fúngica. Del mismo modo, Zhang et al. (2016) demostraron, utilizando 
PCR-DGGE, que la contaminación por metales traza, como Pb, Cd, Cr and Cu, en 
suelos, influye significativamente en la estructura de la comunidad bacteriana, 
provocando cambios en la misma. 
Respecto al Cr, Lenart & Wolny-Koładka (2013), utilizando métodos 
dependientes de cultivo, concluyeron que el Cr es el principal metal que afecta a 
las comunidades bacterianas en suelos contaminados por la industria del acero. 
Estos encontraron diferencias significativas en las comunidades microbianas de 
suelos no contaminados con respecto a los suelos contaminados. Las bacterias 
aisladas en estos suelos eran menos abundantes en las áreas contaminadas con 
elementos traza que en áreas no contaminadas. Concretamente, el Cd y el Cr 
fueron los principales metales que influyeron en la comunidad bacteriana. 
Utilizando secuenciación de alto rendimiento, Hur et al. (2011) descubrieron que 
en áreas con altas concentraciones de Cd se encuentran un bajo número de OTUs.  
En cuanto al Pb y el Zn, en un estudio Doelman et al. (1986) descubrieron 
que alrededor de 100 ppm de Zn en suelo pueden inhibir procesos de nitrificación, 
unos 1000 ppm inhibe la mayoría de los procesos microbiológicos en suelos. Un 
aumento de las concentraciones de Pb en capas superficiales del suelo afecta 
negativamente a los microorganismos del suelo, se inhiben procesos de 
descomposición de materia orgánica, particularmente la celulosa, como resultado 
de la disminución de la actividad enzimática de los microorganismos (Kabata-
Pendias & Pendias, 1999). Gołębiewski et al. (2014) analizaron suelos 
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contaminados con Zn, Pb y Cr y descubrieron que el Zn disminuye la diversidad y 
la riqueza, a nivel de familia y especie. Además, la coexistencia de diferentes 
metales puede tener más efectos adversos en la biomasa, actividad y diversidad 
microbiana del suelo que los metales solos a altas concentraciones (Renella et al., 
2005). Khan et al., (2007) demostraron que la exposición a elementos traza tanto a 
corto plazo como a largo plazo dio lugar a una reducción significativa en la 
actividad y diversidad microbiana del suelo.  
Los cambios en la comunidad microbiana dependerán no sólo de la 
presencia y la concentración de metal, sino de otros factores como puede ser el 
pH, la materia orgánica, la humedad y el tipo de suelos (Boivin et al., 2006, 
Stemmer et al., 2007, Kenarova et al., 2014). El pH es uno de los factores que más 
va a influir en la disponibilidad de metal en el suelo y por lo tanto en la toxicidad 
del mismo para los microorganismos que en el habitan. Diaz-raviña y Bååth  ya 
expusieron en el 1996 que el pH del suelo tiene un papel muy importante en la 
determinación de la composición de la comunidad microbiana de los suelos. 
Rajapaksha et al. (2004) también notaron el efecto que tiene el cambio de pH del 
suelo en la comunidad microbiana. Un pH bajo aumenta los efectos negativos que 
tienen estos metales sobre las bacterias, mientras que esto no ocurre con los 
hongos.  Fernández-Calviño y Bååth (2016) determinaron la respiración y el 
crecimiento de bacterias y hongos durante 60 días para ver la respuesta de los 
microorganismos a adiciones de Cu (hasta 32 mmol Cu Kg-1 suelo) en cuatro 
suelos con pH entre 4,5 y 7,8. Se confirmó que a mayor pH menor es el efecto 
tóxico del Cu en las comunidades microbianas. 
 
1.4 Genes implicados en la resistencia a Ni 
Los elementos traza, tanto aquellos que son micronutrientes esenciales y son 
necesarios en pequeñas cantidades para algunos procesos celulares (ejerciendo 
funciones catalíticas en determinadas reacciones bioquímicas o en conversiones 
metabólicas, actuando como micronutrientes o cofactores enzimáticos, o 
estabilizando estructuras proteicas (Nies, 1999, Bruins et al., 2000, Mulrooney & 
Hausinger, 2003)) como aquellos que no tienen una función biológica conocida, a 
concentraciones altas ejercen un efecto tóxico sobre los organismos vivos. La 
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mayoría de los metales traza son elementos de transición con orbitales “d” 
incompletos, lo que les permite la formación de compuestos complejos. La 
toxicidad de los elementos traza depende de su capacidad para participar en 
reacciones de oxidación-reducción en las que se produce tanto la oxidación de 
grupos tioles como la producción de especies reactivas de oxígeno, como 
superóxido (O2
–), radicales hidroxilos (OH–) y peróxido de hidrógeno (H2O2) 
(Harrison et al., 2009). 
Las bacterias debido a su pequeño tamaño presentan una alta relación 
superficie/volumen, lo que se traduce en un área de contacto grande para 
interaccionar con el entorno. Además de esto, presentan carga neta negativa en su 
envoltura celular lo que hace que estos organismos sean propensos a acumular 
elementos catiónicos que se hallan en el ambiente (Collins & Stotzky, 1992). En 
ambientes con concentraciones de elementos traza no tóxicas, la captación de una 
amplia variedad de iones metálicos se realiza mediante unos pocos sistemas de 
captación de alta capacidad y relativamente inespecíficos, lo que constituye una 
solución económica para la mayoría de las células y permite la acumulación de 
estos elementos en el interior de la célula para necesidades futuras. Sin embargo, 
los sistemas de captación se expresan por defecto y no se detiene en momentos de 
estrés, con lo que los cationes metálicos son transportados dentro de la célula, se 
unen a proteínas e interfieren en las funciones de otros cationes metálicos (Nies, 
1992). El exceso de elementos traza en las células puede ser letal para las 
bacterias, por esto la supervivencia microbiana en suelos con alta concentración de 
elementos traza depende de propiedades intrínsecas bioquímicas y estructurales, 
fisiológicas, y / o adaptaciones genéticas y morfológicas, cambios de las células, 
así como modificaciones ambientales en la especiación de metales (Wuertz & 
Mergeay, 1997). Los microorganismos han desarrollado diversas estrategias que 
les permiten resistir elevadas concentraciones de metales en el medio externo 
(Haferburg & Kothe 2007). Se conocen seis mecanismos generales de resistencia a 
metales en microorganismos (Bruins et al., 2000):  
 Alteración de la permeabilidad de la membrana con objeto de excluir el 
metal del interior celular.  
 Secuestro de metales en el citoplasma por unión a proteínas como 
metalotioneinas.  
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 Captación extracelular por unión a moléculas excretadas, como es el caso 
del glutatión.  
 Detoxificación enzimática en formas menos tóxicas del metal.  
 Reducción de la sensibilidad de las dianas celulares de estos metales.  
 Transporte activo de metales en el interior celular mediante sistemas de 
extrusión de metales de mayor o menor especificidad.  
Los determinantes genéticos que codifican para las proteínas involucradas 
en los mecanismos de resistencia a metales, se encuentran generalmente 
localizados en el cromosoma bacteriano, en elementos móviles como plásmidos o 
transposones, o en ambos (Bruins et al., 2000). Es probable que las bacterias 
adquieran resistencia a elementos traza por transferencia de genes o mutación 
espontánea (Silver & Walderhaug, 1992, Osborn et al., 1997). La resistencia a 
metales adquirida a través de plásmidos ha sido descrita casi exclusivamente en 
bacterias. La transferencia de genes que confieren resistencia a metal puede ser 
mediada por plásmidos de amplio espectro de hospedador, mediante transferencia 
natural y por movilización de plásmidos recombinantes o por transformación 
(Mergeay, 1991). Los plásmidos confieren resistencia a elevadas concentraciones 
de metal y pueden moverse fácilmente de una célula a otra por transmisión 
horizontal de su material genético, de modo que contribuyen considerablemente a 
la adaptación de las comunidades microbianas a ambientes contaminados 
(Mergeay, 1991, Nies, 1999). Los determinantes cromosomales de resistencia a 
metales son en algunos casos muy similares a los plasmídicos (Schmidt et al., 
1991), además se ha comprobado que algunos genes de resistencia a metal 
localizados en el cromosoma pueden complementar a los plasmídicos (Stoppel & 
Schlegel, 1995). 
De los seis mecanismos citados, la extrusión de metales mediante sistemas 
de transporte es el mecanismo más extendido en procariotas (Bruins et al., 2000) y 
la mayoría de estos se basan en el eflujo activo de iones tóxicos tales como iones 
de Cd, Co, Ni, Cu, Pb y Zn (Nies, 2000). En este proceso intervienen 
fundamentalmente tres sistemas diferentes encargados de expulsar cationes 
metálicos del interior celular al exterior, pasando o no por el periplasma (Figura 
1.4): los transportadores compuestos por proteínas miembros de la familia de 
resistencia, nodulación y división celular (RND, por sus siglas en inglés: 
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Resistance-nodulation-cell division), las ATPasas tipo P y los facilitadores de 
difusión de cationes (CDF, por sus siglas en inglés: Cation diffusion facilitator) 
(Nies, 2003).  
 Los transportadores de la familia RND fueron descritos como un grupo de 
proteínas de transporte bacteriano involucrado en la resistencia a elementos traza 
(Cupriavidus metallidurans), nodulación (Mesorhizobium loti) y división celular 
(E. coli) (Saier et al., 1994) (Figura 1.4). En bacterias y arqueas, los miembros de 
esta familia están involucrados en el transporte de metales, compuestos 
hidrofóbicos, anfifílicos y factores de nodulación y en la excreción de proteínas 
(SecDF) (Marrero-Coto et al., 2010). Generalmente en estos sistemas el gen que 
codifica una proteína RND se encuentra ubicado en una posición adyacente a un 
segundo gen que codifica para un miembro de la familia de proteínas de fusión de 
membrana (MFP, siglas en inglés: membrane fusion protein) (Saier et al., 1994). 
Las proteínas MFP se han designado como una familia de proteínas de exportación 
periplasmática o familia de proteínas adaptadoras periplasmáticas (Johnson & 
Figura 1.4: Prototipos de los principales sistemas de eflujo de iones metálicos. 
1) sistemas RND, 2) ATPasas tipo P y 3) facilitadores de difusión (CDF). Modificada 
de Nies et al. (2003). 
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Church, 1999, Andersen et al., 2001). Además de la proteína MFP, muchas 
proteínas RND cooperan con una tercera proteína que pertenece a la familia de 
factores de membrana externa (OMF, por sus siglas en inglés: outer membrane 
factor) (Paulsen & Saier, 1997). A diferencia de los otros dos sistemas de 
expulsión mencionados anteriormente (ATPasas tipo P y CDF) que solo 
translocan el sustrato al espacio periplasmático, estas tres proteínas forman un 
complejo que puede exportar sus sustratos desde el citoplasma, la membrana 
citoplasmática o el periplasma a través de la membrana externa directamente al 
exterior (Zgurskaya & Nikaido, 2000). Esta característica hace que sea 
considerado como el sistema de resistencia a metales de mayor importancia y 
complejidad en bacterias (Marrero-Coto et al., 2010). 
Los miembros de la familia de proteínas RND están descritos únicamente 
en bacterias Gram-negativas (Ruggerone et al., 2013) además según el substrato 
que transporten, la familia RND se puede subdividir en siete familias, siendo una 
de ellas la familia HME (Heavy-Metal Efflux). A su vez la familia HME se puede 
subdividir en cinco grupos: HME1, que transporta Zn+2, Co+2 y Cd+2; HME2 [Co+2 
y Ni+2], HME3a (metales divalentes) y HME3b (metales monovalentes), HME4 
[Cu+1 y Ag+1], y HME5 [Ni+2] (Nies, 2003). Los mecanismos del sistema HME-
RND que confieren resistencia a Ni mejor caracterizados son el cnrABC 
(resistencia a Co-Ni) de Cupriavidus metallidurans CH34 (anteriormente Ralstonia 
metallidurans CH34) y nccABC (resistencia a Ni-Co-Cd). 
El determinante cnr se encontró localizado en el plásmido pMOL28 de 
Ralstonia metallidurans CH34, pertenece al grupo HME2 y confiere resistencia a 
Co y Ni. Los productos de los genes cnrA cnrB y cnrC constituyen un sistema de 
proteínas que catalizan el eflujo, con coste energético, de Ni y Co mediante un 
mecanismo de acción de un anti-transporte protón/cation (Grass et al., 2000). Se 
ha demostrado que la expresión del sistema se induce por Ni a concentraciones de 
50 µM, mientras que el Co a la misma concentración apenas muestra efecto 
inductivo (Grass et al., 2000). El sistema ncc pertenece también al grupo HME2 y 
es responsable de la resistencia a Ni, Cd y Co. Los genes ncc también codifican 
para un sistema de contra-transporte protón-catión (catión-protón antiporter) que 
exporta Ni, Cd y Co (Schmidt & Schlegel, 1994). Este determinante génico de 
resistencia a Ni ha sido identificado y caracterizado a nivel molecular por primera 
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vez en Alcaligenes xylosoxidans 31A que alberga dos determinantes genicos (ncc, 
nre) en el plamido pTOM9 (Schmidt & Schlegel, 1994). ncc codifica para una 
proteína putativa de membrana externa (nccC), una proteína de fusión de la 
membrana o MFP (nccB) y una proteína de la familia de resistencia, nodulación y 
división celular (nccA). nccA  es una bomba de eflujo situada en la membrana 
citoplasmática (Schmidt & Schlegel, 1994, Nies, 2003). Se ha demostrado que la 
expresión del sistema permite una resistencia a Ni de hasta 20–50 mM (Schmidt et 
al., 1991, Schmidt & Schlegel, 1994). Los genes del operón ncc tienen una gran 
homología con los genes del operón cnr (Porter et al., 2017).  
Las ATPasas tipo P son la defensa básica contra elementos traza catiónicos 
(Figura 1.4). Estas ATPasas constituyen una familia de proteínas de transporte que 
emplean como fuente de energía la hidrólisis del ATP (Fagan & Saier, 1994). Sus 
sustratos son cationes inorgánicos tales como el H+, el Na+, el K+, el Mg+2, el Ca+2, 
el Cu+, el Zn+2 y el Cd+2 (Saier, 2003). Las ATPasas tipo P pueden importar el 
sustrato desde el espacio periplasmático, al citoplasma (ATPasa tipo P 
importadora) o exportarlo desde el citoplasma al periplasma (ATPasa tipo P 
exportadora). Respecto a la homeostasis de los elementos traza, este tipo de 
transportadores pueden ser importantes por dos razones: primero, los sistemas de 
importación de macroelementos como el del Mg2+ pueden también importar 
elementos traza y segundo, las ATPasas tipo P exportadoras pueden detoxificar 
elementos traza catiónicos expulsándolos al periplasma (Marrero-Coto et al., 
2010).  
Los CDF funcionan como un filtro secundario de cationes en bacterias 
(Figura 1.4). Las proteínas CDF forman una familia de transportadores (TC 
2.A.4.1.1.2) cuyo sustrato primario son cationes divalentes como Zn+2, Mn+2, Co+2, 
Ni+2, Fe+2 y Cd+2 (Saier, 2000, Haney et al., 2005). Estos transportadores utilizan 
protones como fuerza motriz para expulsar metales desde el interior celular, 
antitransporte metal-protón (Nies & Silver, 1995, Goldberg et al., 1999). Un 
ejemplo de esta familia de transportadores es el transportador de Co+2 y Ni+2 dmeF 
el cual tiene un papel considerable en la tolerancia a Ni y Co y es esencial para 
exportar estos metales al periplasma celular (Munkelt et al., 2004, Rubio-Sanz et 
al., 2013).  
    Capítulo 1 
26 
Hay otros sistemas de transporte activo que son utilizados por las bacterias 
para la desintoxicación celular como es el caso de los genes nre y del ncr. El gen 
nre codifica para un antitransporte Ni/H+ que pertenece a la familia de DHA3 de 
la superfamilia MFS (del inglés Major Facilitator Superfamily), el mayor grupo de 
transportadores activos secundarios, que incluye 58 familias diferentes y se 
encuentra en los tres dominios de la vida Bacteria, Eukarya y Archaea (Law et al., 
2008, Pini et al., 2014). Esta proteína fue descubierta por Grass et al. (2001) en la 
bacteria resistente a metal Achromobacter xylosoxidans 31A. Esta bacteria 
contiene dos determinantes de resistencia a Ni distintos: el ncc, del que hablamos 
anteriormente, y nreB. Este último se encuentra también en el megaplásmido 
pTOM9. La expresión del gen nreB es inducido por la presencia de Ni en el 
medio. En bacterias en las que este gen se expresa la acumulación de Ni 
disminuye en el interior celular sugiriendo que este gen está relacionado con el 
eflujo de Ni (Nies, 2003). Además se ha demostrado que la expresión de nreB 
permite una resistencia a Ni de hasta 3mM (Taghavi et al., 2001). El determinante 
génico ncr confiere resistencia a Ni y Co, se ha localizado y estudiado en Serratia 
marcencens (Marrero et al., 2007), Hafnia alvei (Park et al., 2004) y 
Leptospirillum ferriphilum (Tian et al., 2007). Este determinante codifica para la 
proteínas ncrA que es un antitransporte Ni o Co e H+, similar a NreB, y 
componente central de transporte de Ni y Co. 
Los mecanismos de extrusión de metales descritos hasta el momento 
pertenecen a bacterias Gram-negativas, pero también podemos encontrar sistemas 
de eflujo activo en bacterias Gram-positivas. En el Filo Actinobacteria, que 
incluye las especies Streptomyces y Mycobacterium, se ha demostrado la 
existencia de mecanismos de eflujo para eliminar el metal del interior celular y 
también para tolerar la presencia de antibióticos (Taj & Rajkumar, 2016). Un 
ejemplo es el sistema de transporte ABC para antibióticos, que también puede ser 
utilizado como bomba de eflujo para muchos metales (Borges-Walmsley et al., 
2003, Haferburg & Kothe, 2007). Otro ejemplo es el mecanismo de resistencia a 
Cu en Actinobateria, que podría ser similar al mecanismo de bacterias Gram-
negativas, el sistema pco de Escherichia coli o su homologo cop de Pseudomonas 
sp. y Xanthomonas campestris, que codifican para una ATPasa de tipo P 
(Albarracín et al., 2005, Taj & Rajkumar, 2016).  
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Además de los sistemas de extrusión de metal podemos encontrar otros 
mecanismos de resistencia en bacterias Gram-negativas y Gram-positivas, como 
son los mecanismos de secuestro intracelular y extracelular y la detoxificación 
enzimática.  
El secuestro de metales intracelular es un mecanismo que se basa en la 
formación de complejos (complejación) y reducción de metales en el citosol 
bacteriano evitando que los componentes celulares esenciales se vean expuestos a 
concentraciones toxicas de elementos traza (Nies, 1999). Ejemplos de estos 
mecanismos de detoxificación intracelular son la unión de los metales a proteínas 
como metalotioneinas o glutatión y/o la formación de cuerpos de inclusión 
(Puglisi et al., 2012). El glutatión impide la formación de radicales libre de Cu+2 y 
Fe+2 y también de Cd+2 y Hg+2 (Taj & Rajkumar, 2016). Sin embargo, en algunas 
ocasiones la unión del glutatión con los cationes metálicos puede llevar a la 
formación de bis-glutationato (Nies, 1999), este puede reaccionar con el oxígeno 
molecular para formar bisglutationato oxidado y peróxido de hidrogeno. El 
peróxido de hidrogeno es conocido por generar estrés oxidativo en las células 
(Puglisi et al., 2012). En algunos organismos que presentan resistencia a metal se 
han descubierto cuerpos de inclusión que unen y neutralizan grandes cantidades de 
cationes metálicos en el interior celular, como es el caso de los gránulos de 
polifosfato (Gonzalez & Jensen, 1998, Haferburg & Kothe, 2007). 
Otro mecanismo de resistencia a metal es la detoxificación enzimática. El 
mejor ejemplo de este mecanismo es el operón mer, que es el sistema mejor 
estudiado dentro de los mecanismos de detoxificación enzimática. Este operón 
permite que las bacterias transformen Hg+2 en mercurio volátil mediante reducción 
enzimática y no es funcional hasta que entra en contacto con el Hg (Nies, 1999, 
Nascimento & Chartone-Souza, 2003). 
Otro mecanismo de resistencia es el secuestro extracelular. La exportación 
de metales al exterior bacteriano va seguida del secuestro para evitar el reingreso 
de estos elementos traza en la célula. Las bacterias pueden excretar agentes 
quelantes o secuestrantes de elementos traza como fitoquelatinas, sideróforos y 
polisacáridos impidiendo la entrada del metal en la célula a través de los 
transportadores de membrana inespecíficos (Gadd, 2004). Todos estos compuestos 
se cree que participan en la inmovilización después de la desintoxicación de 
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elementos traza por algunas bacterias resistentes a metal (Diels et al., 1995). 
Ejemplos de estos compuestos quelantes extracelulares son los pigmentos de 
melanina que tienen una enorme afinidad por los metales y son excretados por 
muchos de los microorganismos del suelo (Haferburg & Kothe, 2007). Por otra 
parte, la pared celular en combinación con la membrana celular, se encargan de la 
absorción de metales y facilita la bio-reducción de metales en el suelo. Se ha 
demostrado que algunas bacterias tienen la capacidad para cambiar el estado de 
oxidación de los metales, precipitando estos en la pared celular (Gadd, 2007, 
Andreazza et al., 2010). Las bacterias también pueden pasivamente adsorber 
grandes cantidades de metal mediante un proceso denominado biosorción. Los 
cationes metálicos son adsorbidos a la superficie de la célula que está cargada 
negativamente, y también en la capa de polisacárido de la mayoría de las paredes 
celulares bacterianas u otras estructuras extracelulares tales como cápsulas 
(Lovley & Coates, 1997, Malik, 2004). Además, Almås et al. (2005) concluyeron 
que los microporos y biofilms en suelos pueden proteger las bacterias contra la 
presencia de elementos traza a concentraciones tóxicas y ayudan a prevenir la 
depredación y la competencia. La figura 1.5 representa de modo esquemático los 
mecanismos de resistencia a metal en bacterias tanto Gram-negativas como Gram-
positivas. 
Varios trabajos se han centrado en el estudio de estos mecanismos de 
resistencia en suelos ultramáficos (Stoppel & Schlegel, 1995, Abou-Shanab et al., 
2007). Stoppel y Schlegel (1995) compararon los fragmentos de ADN de bacterias 
aisladas de suelos contaminados y de suelos naturalmente ricos en Ni de Nueva 
Caledonia que poseían determinantes génicos de resistencia a Ni utilizando 
hibridación de ADN con ADN. La mayoría del ADN bacteriano utilizado, tanto de 
bacterias aisladas del suelo ultramáfico como del antrópico, presenta una gran 
homología con uno o más de los determinantes de resistencia a Ni estudiados, los 
operones cnr, ncc y nre.  
En los suelos ultramáficos de nueva Caledonia los operones cnr y ncc se 
pueden encontrar de manera aislada o combinada con el operón nre, además estos 
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Abou-Shanab et al. (2007) analizaron la capacidad para resistir la presencia 
de elementos traza en el medio (Cd, Cr, Zn, As, Hg, Pb, Co, Cu, y Ni) de cuarenta 
y cinco bacterias aisladas de suelos naturalmente ricos en Ni y de la rizosfera de 
Alyssum murale creciendo en los mismos suelos recogidos en Oregón. Todos los 
aislados presentaron resistencia a más de un metal. En concreto cinco de ellos 
resultaron ser tolerantes a los 9 metales utilizados en este estudio, fue el caso de 
Arthrobacter rhombi AY509239, Clavibacter xyli AY509235, Microbacterium 
Figura 1.5: Mecanismos de resistencia a metal en bacterias. 1) Precipitación de 
metales en la membrana (Gram-negativas) o en la pared celular (Gram-positivas); 2) 
la presencia de sideróforos disminuye la biodisponibilidad del metal por 
complejación; 3) transportadores de eflujo que expulsan los metales acumulados en el 
citoplasma fuera de la célula; 4) síntesis de metalotioneínas o glutatión que se unen a 
los metales con gran afinidad; 5) detoxificación enzimática debido a la producción de 
enzimas como las reductasas; 6) los metales se unen a los componentes de la 
membrana celular o de la pared celular y a sustancia polimérica extracelular 
secretada por la bacteria (Figura modificada de Taj et al. (2016)). 
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arabinogalactanolyticum AY509226, Rhizobium mongolense AY509209 y 
Variovorax paradoxus AY512828. Este trabajo también incluyó el estudio de 
varios mecanismos genéticos responsables de la resistencia a metal en algunas de 
estas bacterias Gram-negativas y Gram-positivas, para lo cual utilizaron una 
combinación de PCR y secuenciación. En concreto se examinaron los operones 
czc, chr, ncc y mer que son responsables de la resistencia a Zn, Cr, Ni y Hg, 
respectivamente, en bacterias Gram-negativas. Los genes de resistencia a metal 
descritos en la bacteria Gram-positiva, Microbacterium arabinogalactanolyticum 
AY509226, tuvieron una gran homología con los genes czcD, chrB, nccA y mer 
de bacterias Gram-negativa, proporcionando evidencia de que estos genes están 
presentes en bacterias Gram-positivas y Gram-negativas. 
 
1.5 Microorganismos y la rizosfera 
El término “rizosfera” fue propuesto por Hiltner en 1904  para describir la 
porción de suelo inmediatamente en contacto con las raíces de plantas 
leguminosas que se caracterizan por una alta actividad microbiana. Esta región 
representa una interfaz suelo-raíz que se caracteriza por su alta dinámica y 
complejidad en cuanto a interacciones químicas, físicas y biológicas ocurriendo en 
esta zona (Lagos et al., 2015). Generalmente, la rizosfera tiene un grosor de 1-2 
mm, pero sus dimensiones pueden variar dependiendo de la masa y la arquitectura 
de las raíces de la planta (Egamberdieva et al., 2011). La rizosfera presenta unas 
condiciones estables y favorables para el asentamiento de los microorganismos 
edáficos y su efecto no se restringe sólo a un aumento de la biomasa o de la 
actividad microbiana con respeto al suelo no rizosférico, sino que la rizosfera es 
un ambiente que actúa selectivamente sobre el crecimiento microbiano y por lo 
tanto sobre la abundancia relativa de determinados grupos (Germida et al., 1998, 
Steer & Harris, 2000), de modo que, los procesos biogeoquímicos son diferentes a 
los que tienen lugar en el suelo no rizosférico o sin vegetación (Hinsinger et al., 
2005, Jones & Hinsinger, 2008). El “efecto rizosférico” se describe como el 
fenómeno en el que la biomasa y la actividad de los microorganismos es mayor en 
el suelo rizosférico que en el no rizosférico como resultado de la incorporación al 
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suelo de exudados y otros rizodepósitos (Sørensen, 1997, Raaijmakers et al., 
2009).  
Varios factores bióticos y abióticos influyen en la estructura y diversidad 
funcional de las comunidades microbianas rizosféricas (Figura 1.6), por ejemplo, 
clima y estacionalidad, la presencia de animales, uso de pesticidas en los suelos, 
fertilizantes, estructura y tipo de suelo y la especie o incluso variedad de planta 
(Lemanceau et al., 1995, Granér et al., 2003, Garbeva et al., 2004, Jousset et al., 
2006). Los diferentes tipos de suelo albergan comunidades microbianas 
específicas (Fierer et al., 2005) y las plantas pueden seleccionar determinadas 
poblaciones mediante un proceso principalmente dirigido por los exudados 
radiculares (Bais et al., 2006, Berg & Smalla, 2009, Hartmann et al., 2009, Ryan 
et al., 2009).  
Figura 1.6: Factores que influyen en la comunidad microbianas rizosférica 
(modificada de (Berg & Smalla, 2009)). 
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Las raíces producen y excretan continuamente compuestos en la rizosfera 
(Berg & Smalla, 2009). Estos rizodepósitos pueden estimular o inhibir las 
poblaciones microbianas y sus actividades. Los rizodepósitos se pueden agrupar 
en cinco clases: exudados radiculares (aminoácidos, ácidos carboxílicos de bajo 
peso molecular, azucares y compuestos fenólicos), secreciones radiculares (ecto-
enzimas y carbohidratos poliméricos), mucilago (carbohidratos y residuos 
celulares), mucigel (carbohidratos y residuos celulares) y lisados de raíz 
(flavanonas, fenoles y residuos celulares) (Curl & Truelove, 1986, Lynch & 
Whipps, 1990). Los exudados radiculares son principalmente compuestos 
orgánicos solubles en agua liberados por las células radiculares en la solución 
nutritiva del suelo rizosférico y se agrupan en dos clases: 1) compuestos de bajo 
peso molecular, como aminoácidos, ácidos orgánicos, azúcares, compuestos 
fenólicos y otros metabolitos secundarios; y 2) compuestos de alto peso molecular, 
tales como polisacáridos y proteínas (Bais et al., 2006, Badri & Vivanco, 2009, 
Huang et al., 2014). Estos exudados proporcionan una fuente lábil de carbono (y 
posiblemente de nitrógeno) para los microorganismos, ya que son substancias 
fácilmente asimilables. Debido a la gran disponibilidad de sustratos carbonados 
presentes en la rizosfera, la actividad y densidad microbiana son generalmente 
mayores en la misma que en el suelo no rizosférico (Brimecombe et al., 2001, 
Walker et al., 2003, Bais et al., 2006, Hartmann et al., 2009). Las densidades 
microbianas en la rizosfera pueden ser hasta 1 o 2 veces mayores que en suelo no 
rizosférico, alcanzando densidades de 107-109 bacterias cultivables (UFC) g-1 de 
suelo rizosférico. Christensen et al., (1999) concluyeron que la adición de glucosa 
en suelo no rizosférico para simular las condiciones de la rizosfera, aumentaba en 
un 5% la proporción de células activas detectadas. Benizri et al. (2007) añadieron 
mucílago derivado de la raíz al suelo no rizosférico para simular las condiciones 
de la rizosfera, en una cantidad que suponía un aumento del carbono disponible en 
suelo en un 23%. Al añadir el mucílago se incrementaba el número de bacterias 
cultivables en un 450% en comparación con el suelo control no enmendado 
(Benizri et al., 2007).  
Por otra parte, la abundancia y la composición química de los exudados 
radiculares varía dependiendo de la especie de planta, e incluso de la variedad 
dentro de la misma especie. También varía en función de la fase de desarrollo de 
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la planta y diversos factores ambientales, incluyendo el tipo de suelo, pH, 
temperatura y la presencia de microorganismos (Uren, 2000, Brimecombe et al., 
2001, Badri & Vivanco, 2009). Varios estudios sugieren que la diversidad de los 
microorganismos presentes en la rizosfera de las distintas plantas, y especialmente 
sus capacidades funcionales, pueden estar relacionadas con la variación en los 
rizodepósitos que producen y excretan (Grayston & Campbell, 1996, Grayston et 
al., 1998, Baudoin et al., 2002). Los exudados radiculares no solo influyen en la 
selección de microorganismos específicos en la rizosfera, sino que también en las 
funciones específicas de la comunidad como por ejemplo en la autoinducción o 
percepción de quorum (Gao et al., 2003, Huang et al., 2014). La percepción de 
quorum afecta la regulación de la expresión génica en respuesta a las 
fluctuaciones en la densidad de la población bacteriana. Las bacterias durante el 
proceso de autoinducción producen y liberan moléculas, señales químicas, 
llamadas autoinductores que aumentan en concentración según aumenta la 
densidad bacteriana. La detección de una concentración umbral mínima de 
autoinductores provoca una alteración en la expresión génica. La percepción de 
quorum se utiliza en distintas actividades como la producción de antibióticos, 
formación de biofilms, motilidad, simbiosis y virulencia (Miller & Bassler, 2001). 
Este mecanismo de regulación no sólo es importante dentro de una población 
bacteriana sino también entre las poblaciones bacterianas (Pierson & Pierson, 
2007, Hosni et al., 2011). 
Varios estudios han demostrado que la comunidad microbiana original del 
suelo es un factor determinante en la comunidad microbiana rizosférica 
(Normander & Prosser, 2000, Garbeva et al., 2008, Berg & Smalla, 2009, 
Lundberg et al., 2012, Bakker et al., 2013). Muchas de las bacterias del suelo no 
rizosférico colonizaran el suelo rizosférico atraídas por los exudados radiculares. 
El proceso de colonización de la rizosfera consiste en: reconocimiento, adhesión e 
invasión (sólo en endófitos y patógenos), colonización y crecimiento. Las raíces 
de las plantas inician una conversación cruzada con los microorganismos del suelo 
mediante la producción de señales que son reconocidas por los microorganismos, 
que a su vez producen señales que fomentan la colonización (Bais et al., 2006). 
Otro factor importante que influye en la colonización de la rizosfera es la 
movilidad de las bacterias (De Weger et al., 1987, Simons et al., 1997, Dennis et 
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al., 2010). Las bacterias necesitan una fuente de energía para moverse, por lo 
tanto, la capacidad de colonización puede reducirse si disminuye la producción de 
ATP o si no existen apéndices móviles como flagelos (Dekkers et al., 1998). Otro 
aspecto importante en la colonización de la rizosfera por parte de las bacterias es 
su tasa de crecimiento, que en parte depende de su capacidad para obtener 
componentes esenciales para el crecimiento o mantenimiento como son los 
aminoácidos, vitamina B1 y ácidos orgánicos (Dennis et al., 2010).  
A través de sus exudados radiculares las plantas son capaces de atraer a la 
rizosfera comunidades microbianas específicas como por ejemplo 
microorganismos beneficiosos como son las PGPR (de las que hablaremos más 
adelante) (Vessey, 2003), e incluso se ha demostrado que algunas especies de 
plantas pueden crear comunidades similares en suelos diferentes (Miethling et al., 
2000, Schreiter et al., 2014). Hay microorganismos que únicamente pueden 
colonizar un solo tipo de planta como es el caso de Rhizobium y de muchos 
patógenos de plantas (Hartmann et al., 2009). Por otro lado, algunas especies 
microbianas como Pseudomonas y Trichoderma se pueden encontrar de forma 
ubicua en casi todas las plantas (Hartmann et al., 2009). Por todo ello, la 
composición de las comunidades microbianas es distinta en el suelo rizosférico 
con respecto al suelo no rizosférico y no vegetado. En varios estudios se demostró 
la influencia de las plantas en las comunidades microbianas de la rizosfera, 
utilizando métodos dependientes de cultivo (Glandorf et al., 1993, Lemanceau et 
al., 1995, Germida et al., 1998, Grayston et al., 1998, Germida & Siciliano, 2001) 
y más recientemente con métodos moleculares independientes de cultivo 
empleados en numerosos estudios (Steer & Harris, 2000, Smalla et al., 2001, 
Kuske et al., 2002, Milling et al., 2005, Costa et al., 2006, DeAngelis et al., 2008, 
Haichar et al., 2008, Hartmann et al., 2009, Dias et al., 2012, Touceda-González et 
al., 2015). Utilizando métodos tradicionales de cultivo, Lemanceau et al. (1995) 
estudiaron como afectaba la presencia de plantas de lino y de tomate a la 
diversidad de Pseudomonas en la rizosfera, y observaron que estas plantas 
afectaban de distinta manera a la población Pseudomonas; además, comprobaron 
que ambas especies vegetales ejercían presión selectiva sobre la comunidad 
bacteriana edáfica de modo que la comunidad rizosférica se diferenciaba 
significativamente de la del suelo no vegetado. Glandorf et al. (1993) obtuvieron 
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resultados similares estudiando la diversidad de Pseudomonas en la rizosfera de 
patata, trigo y raigrás. Utilizando técnicas moleculares independientes de cultivo, 
Smalla et al. (2001) hicieron un seguimiento durante dos años de las comunidades 
bacterianas de la rizosfera de tres especies vegetales de alto valor agrícola como 
son la fresa, la colza y la patata, utilizando electroforesis en gel con gradiente 
desnaturalizante (DGGE) de fragmentos de ADNr 16S. Estos autores observaron 
comunidades bacterianas rizosféricas características de cada especie y encontraron 
que las diferencias eran más pronunciadas en el segundo año de cultivo. También 
llegaron a observar efectos estacionales en la abundancia y composición en las 
poblaciones bacterianas rizosféricas. En otro estudio, llevado a cabo por Haichar 
et al. (2008), se demostró que las raíces de trigo, maíz, colza y trébol presentaban 
una comunidad bacteriana rizosférica especifica debido a las diferencias en los 
exudados radiculares de cada especie. En la rizosfera del maíz se encontró 
benzoxacinone, un insecticida natural exudado por las raíces, que inducía mayores 
densidades de una cepa de Pseudomonas putida en la rizosfera. Dicha bacteria es 
conocida por aportar efectos beneficiosos a las plantas (Neal et al., 2012). 
İnceoğlu et al. (2013) demostraron que el estado de desarrollo de la planta afecta 
la estructura de la comunidad bacteriana rizosférica. DeAngelis et al. (2008) 
descubrieron que la mayoría de las especies bacterianas encontradas en el suelo 
rizosférico de Avena fatua pertenecían a los Fila Firmicutes o Actinobacteria o a la 
clase Alfaproteobacteria. Muchos estudios independientes han señalado que 
algunos miembros del Filo Proteobacteria (por ejemplo, bacterias de las familias 
Burkholderiaceae y Pseudomonadeceae) como miembros dominantes de las 
comunidades bacterianas rizosféricas (Gomes et al., 2001, DeAngelis et al., 2008, 
Uroz et al., 2010, Peiffer et al., 2013). Esto concuerda con que en el Filo 
Proteobacteria generalmente incluye bacterias de crecimiento rápido, estrategas 
de la r, con la capacidad de utilizar una amplia gama de substratos de carbono 
exudados por la raíz (Philippot et al., 2013). Además de las bacterias, los hongos 
también constituyen un componente muy importante de la microbiota rizosférica y 
estos también se ven afectados por la especie de planta y la etapa de desarrollo de 
la misma (Wang et al., 2008, Hannula et al., 2010, Turner et al., 2013) aunque en 
esta introducción se presta atención fundamentalmente a la comunidad bacteriana. 
Las propiedades físico-químicas de los suelos afectan la fisiología de las 
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plantas y el patrón de exudación de las raíces, esto a su vez influye en la 
composición de la microbiota de la rizosfera (Berg & Smalla, 2009, Bulgarelli et 
al., 2012, Lundberg et al., 2012). Del mismo modo, las plantas pueden inducir 
cambios en las propiedades del suelo rizosférico (Marschner et al., 1986, Lombi et 
al., 2001, Puschenreiter et al., 2005), modificando el comportamiento de 
nutrientes y elementos traza mediante acidificación, quelación, precipitación o 
reacciones de oxidación-reducción (Hinsinger et al., 2005, Jing et al., 2007). Por 
otra parte, los microorganismos que colonizan la rizosfera también van a influir 
cualitativa y cuantitativamente en la exudación radicular (Leyval & Berthelin, 
1993, Jones et al., 2004, Matilla et al., 2010). Jones et al. (2004) demostraron que 
la colonización de hongos micorrízicos arbusculares influyeron cualitativamente 
en los exudados radiculares liberados por la planta, aumentando las secreciones de 
N, fenoles y giberelinas y reduciendo las secreciones de azúcares totales, y de 
iones de potasio y fósforo. Los microorganismos presentes en la rizosfera también 
pueden afectar en el crecimiento, la nutrición y la salud de las plantas (Bonfante & 
Anca, 2009, Berendsen et al., 2012, Philippot et al., 2013) y pueden influir 
directamente o indirectamente en la composición y crecimiento de las 
comunidades vegetales en ecosistemas naturales (Kardol et al., 2007, Schnitzer et 
al., 2011).  
Algunos microorganismos rizosféricos son perjudiciales para las plantas a 
las que están asociados ya que compiten con ellas por los nutrientes y en ocasiones 
puedan llegar a causarles enfermedades. Por el contrario, una amplia gama de 
bacterias tienen un efecto beneficioso sobre las plantas (Vessey, 2003, Compant et 
al., 2010). Según Brimecombe et al. (2001) estas bacterias beneficiosas pueden 
dividirse en tres categorías: 
 Microorganismos que en asociación con la planta pueden abastecerla de 
nutrientes minerales, como es el caso de la fijación de nitrógeno por parte 
de Rhizobium o microorganismos asociados a la descomposición de 
residuos orgánicos y al proceso de mineralización/inmovilización. 
 Microorganismos que estimulan el crecimiento de la planta indirectamente 
produciendo antibióticos, compuestos volátiles o enzimas hidrolíticas, 
impidiendo el crecimiento y/o actividad de patógenos. Estas bacterias se 
utilizan como agentes de biocontrol. 
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 Microrganismos que estimulan el crecimiento de la planta de forma directa 
(Plant Growth-Promoting Bacteria, PGPB y Plant Growth-Promoting 
Rhizobacteria, PGPR) como por ejemplo mediante la síntesis de 
fitohormonas, producción de sideróforos, control de los niveles de etileno 
(compuestos que participan en la regulación del estrés), etc. 
Las PGPR son uno de los grupos bacterianos más importantes y más 
ampliamente estudiados en cuanto a sus efectos beneficiosos para las plantas. Este 
grupo incluye especies bacterianas pertenecientes de géneros como Azotobacter, 
Azospirillum, Bacillus, Burkholderia, Enterobacter, Erwinia, Flavobacterium, 
Pseudomonas y Rhizobium entre otras (Bhattacharyya & Jha, 2012, Deka  et al., 
2015). Las PGPB pueden influir en el crecimiento de la planta y su fisiología 
mediante métodos directos o indirectos. Métodos directos son la producción de 
compuestos que favorecen el crecimiento vegetal o fitohormonas, fijación de N2 
atmosférico, liberación de nutrientes para las plantas, o supresión de los niveles de 
etileno ante situaciones de estrés. El ácido indolacético (IAA) producido por las 
bacterias estimula la formación de pelos radiculares y también induce un aumento 
en el número y longitud de raíces laterales y primarias, siempre cuando esta 
fitohormona se encuentre a su concentración ideal (Duca et al., 2014). Las PGPB 
pueden aumentar la disponibilidad de nutrientes esenciales, tales como N, P o Fe, 
mejorando la nutrición de las plantas en suelos deficientes. Por ejemplo, las 
bacterias diazotrófas pueden fijar N atmosféricos a amoníaco utilizando la enzima 
nitrogenasa, y este amoniaco será utilizado por las plantas en la nutrición de las 
mismas (Beattie, 2006). Muchas bacterias pueden convertir los fosfatos insolubles 
en formas de P disponibles para las plantas, mediante la producción de ácidos 
orgánicos o fosfatasas, mejorando así el crecimiento y la nutrición de las mismas 
(Leyval & Berthelin, 1989, Richardson, 2001, Richardson & Simpson, 2011). 
Generalmente, el hierro se encuentra en el suelo en su forma insoluble, Fe+3. 
Algunas bacterias pueden liberar compuestos quelantes de Fe, llamados 
sideróforos, cuando la concentración de Fe en el medio es baja (Schwyn & 
Neilands, 1987, Crowley, 2006). Estos pueden movilizar el Fe desde la fase solida 
o extraer el Fe de los complejos organometálicos (Crowley, 2006). Cuando el 
estrés aumenta, las plantas producen altos niveles de etileno y este inhibe la 
elongación de la raíz. Algunas bacterias pueden producir acido 1-
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amminociclopropano-1-carbosilico (ACC) una enzima que puede suprimir la 
producción de etileno por parte de las plantas y reducir el estrés de las mismas. El 
ACC es una fitohormona que también juega un papel importante en la iniciación, 
elongación, nodulación, senescencia, abscisión y maduración de la raíz. Las 
bacterias productoras de ACC desaminasa pueden beneficiarse del ACC como 
fuente de N y las plantas muestran una mayor elongación de la raíz debido a la 
reducción de etileno en su interior (Dell'Amico et al., 2005, Glick, 2014). 
Recientemente se descubrió que la producción de compuestos volátiles por parte 
de las bacterias puede ser beneficiosa para las plantas (Ryu et al., 2003). Blom et 
al. (2011) estudiaron los efectos de los compuestos volátiles producidos por 42 
cepas bacterianas en Arabidopsis thaliana. Encontraron más de 130 compuestos 
volátiles bacterianos diferentes, que causan efectos positivos y negativos en el 
crecimiento de las plantas. Indirectamente las bacterias pueden inhibir o reducir 
enfermedades en las plantas y nos referimos a estas bacterias como agentes de 
biocontrol. Estas bacterias protegen a las plantas indirectamente al competir por 
nutrientes y espacio, producir compuestos antimicrobianos o al inducir 
mecanismos de defensa de la planta (Compant et al., 2005, Podile & Kishore, 
2006). Por otro lado, algunas bacterias pueden estimular mecanismos de defensa 
en la planta sin causar síntomas de estrés en la misma, este fenómeno se conoce 
como resistencia sistémica inducida (RSI) y algunos de los compuestos que 
pueden inducir resistencias son los lipopolisacáridos, los sideróforos, ácido 
salicílico y otras macromoléculas (Van Loon et al., 1998).  
 
1.5.1 Comunidades microbianas rizosféricas de plantas 
hiperacumuladoras y (pseudo)metalófitas. 
A finales de los años 90 y principio de los 2000, varios estudios sugirieron 
que la acumulación de elementos traza por las plantas (hiper)acumuladoras estaba 
influenciada por su microbioma rizosférico (Delorme et al., 2001, Mengoni et al., 
2001, Whiting et al., 2001, Lodewyckx et al., 2002, Abou-Shanab et al., 2003). De 
Souza et al.  (1999) compararon sistemas estériles y sistemas no estériles 
mostrando que las plantas acumuladoras de selenio sólo alcanzaron su capacidad 
máxima de acumulación cuando los microorganismos indígenas de la rizosfera 
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estaban presentes. Un gran número de estudios indicaron que la microbiota 
rizosférica juega un papel importante en el proceso de fitoextracción de metales 
(Lebeau et al., 2008, Kidd et al., 2009, Glick, 2010, Becerra-Castro et al., 2013, 
Sessitsch et al., 2013, Glick, 2014, Muehe et al., 2015). Por otra parte, en muchos 
estudios se encontró una mayor abundancia de bacterias tolerantes en la rizosfera 
de plantas hiperacumuladoras (Schlegel et al., 1991, Delorme et al., 2001, 
Mengoni et al., 2001, Becerra-Castro et al., 2009, Álvarez- López, 2016).  
La estructura y diversidad de las comunidades microbianas de la rizosfera 
de algunas especies vegetales (especialmente de plantas con un gran valor 
económico y/o alimenticio) han sido analizadas empleando distintas metodologías 
para caracterizar la interacción entre microorganismos y plantas (Sørensen et al., 
2009, Visioli et al., 2015). En el caso de las plantas hiperacumuladoras de metales 
se han investigado menos del 10% de las especies (Alford et al., 2010). Las 
técnicas utilizadas para el estudio de las bacterias en la rizosfera de plantas 
hiperacumuladoras se basa principalmente en técnicas tradicionales dependientes 
de cultivo (Lodewyckx et al., 2002, Abou-Shanab et al., 2003, Idris et al., 2004, 
Becerra-Castro et al., 2009, Abou-Shanab et al., 2010, Huang et al., 2010, Becerra
-Castro et al., 2011, Jing et al., 2014, Álvarez-López et al., 2016). En la mayoría 
de estos estudios la atención se centró en el aislamiento de cepas que muestran 
resistencia a Ni. Los aislados obtenidos se clasifican en 3 Fila principales: 
Proteobacteria, Actinobacteria y Firmicutes y pertenecen sobre todo a géneros de 
bacterias Gram-positivas como Arthrobacter, Bacillus, Microbacterium y 
Curtobacterium y géneros de Gram-negativas como Pseudomonas, Sphingomonas 
y Variovorax (Visioli et al., 2015). Entre los estudios que identificaron un mayor 
número de aislados cabe mencionar el trabajo de Abou-shanab et al. (2010) en el 
que identificaron cerca de 200 aislados resistentes a Ni más abundantes en la 
rizosfera de Alyssum murale que en suelo no rizosférico (Abou-Shanab et al., 
2003). Las cepas rizosféricas de este estudio se clasificaron en su mayoría como 
Actinobacteria, en géneros como Microbacterium, Arthrobacter y Clavibacter, 
Proteobacteria, entre las que fueron muy abundantes las cepas de rizobios 
(Alfaproteobacteria) (Abou-Shanab et al., 2010). Mengoni et al. (2001) 
identificaron un número importante de cepas resistentes a Ni de suelo no 
rizosférico y de la rizosfera de A. bertoloni de 3 afloramientos ultramáficos de 
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Italia y encontraron predominio de cepas de Pseudomonas sp. entre los aislados de 
la rizosfera de esta hiperacumuladora. Por otra parte, en la rizosfera de una 
población austríaca de la hiperacumuladora de Ni, Noccaea goesingensis, se 
encontró que los aislados resistentes a Ni se clasificaban mayoritariamente como 
Methylobacterium (Alfaproteobacteria), o como Rhodococcus spp. y 
Okibacterium spp. (Actinobacteria) (Idris et al., 2004). Por su parte, Becerra-
Castro et al. (2009) analizaron cepas, con actividad sobre la movilidad de Ni, 
aisladas de la rizosfera de subspecies hiperacumuladoras de A. serpyllifolium de 
tres afloramientos ultramáficos de la Península Ibérica. Estos autores concluyeron 
que, la mayoría de los aislados, independientemente de su capacidad potencial 
para movilizar o inmovilizar Ni, pertenecían a géneros de Actinobacteria como 
Arthrobacter, Curtobacterium, Rhodococcus o Streptomyces, aunque observaron 
que las cepas de Arthrobacter con actividad movilizadora de Ni se situaban 
filogenéticamente separadas de las que tenían actividad inmovilizadora. En un 
estudio posterior del mismo grupo, Álvarez-López et al. (2016) también 
observaron que la comunidad bacteriana cultivable asociada a la rizosfera de estas 
hiperacumuladoras de Ni estuvo dominada por miembros del Filo Actinobacteria. 
Los aislados obtenidos en este estudio pertenecían mayoritariamente a los géneros 
Arthrobacter, Amycolatopsis y Streptomyces. En la rizosfera de 
hiperacumuladoras de Ni de los géneros Rinorea y Dichapetalum desarrolladas en 
suelos ultramáficos de India. Pal et al. (2007) obtuvieron un centenar de aislados 
bacterianos que, en su mayoría se clasificaban como Gram-negativos de los 
géneros Pseudomonas y Acinetobacter (Gammaproteobacteria), Alcaligenes 
(Betaproteobacteria) o Flavobacterium (Bacteroidetes) o Gram-positivos del 
género Bacillus (Firmicutes) o Streptomyces (Actinobacteria). Entre estos 
aislados observaron que los que se clasificaban como Pseudomonas 
(Gammaproteobacteria), Cupriavidus (Betaproteobacteria) o Bacillus 
(Firmicutes),  mostraban mayor tolerancia a Ni. Turgay et al. (2012) recogieron 
muestras de 191 suelos y 431 plantas en diferentes regiones serpentínicas del oeste 
de Turquía, de estas 431 plantas 8 de ellas mostraron características típicas de 
plantas hiperacumuladoras y de estas 8 solo 2, Isatis pinnatiloba y Alyssum 
dasycarpum (ambas de la familia Brassicaceae), fueron capaces de crecer en 
invernadero en suelos ultranáficos. Posteriormente aislaron 22 bacterias de los 
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suelos no rizosféricos ultramáficos y rizosféricos de estas dos hiperacumuladoras, 
de las cuales 11 eran características de la rizosfera. Estas rizobacterias se 
identificaron mayoritariamente como Arthrobacter, Bacillus y Kocuria. 
Lodewyckx et al. (2002) estudiaron las poblaciones bacterianas de la 
hiperacumuladora de Zn, Thlaspi caerulescens subsp. calaminaria, desarrolladas 
sobre suelos de mina ricos en Zn y Pb en el este de Bélgica. En el suelo no 
rizosférico encontraron bacterias que generalmente se encuentran en otros suelos 
como, Arthrobacter y Acidovorax, pero curiosamente no se encontraron cepas de 
estos géneros en las probaciones bacterianas de la raíz y la parte aérea de T. 
caerulescens. Las bacterias que sí resultaron ser abundantes en la rizosfera de la 
hiperacumuladora de Zn son Afipia sp. y Rhodococcus sp. En dos suelos 
contaminados con As del norte-centro de Florida y en la rizosfera de la 
hiperacumuladora de As Pteris vittata desarrollada sobre esos mismos suelos, 
Huang et al. (2010) identificaron un número importante de cepas resistentes a As, 
siendo estas más abundantes en el suelo rizosférico que en el no rizosférico. En 
concreto 12 de estas cepas fueron capaces de resistir concentraciones 
inusualmente altas de As y el 40% de las mismas se relacionaron con 
Pseudomonas sp. Jing et al. analizaron cepas, con capacidad para tolerar y 
solubilizar metales traza (Cd, Pb y Zn), aisladas de la rizosfera de la planta 
hiperacumuladora de Mn Polygonum pubescens de suelos con contaminación 
múltiple recogidos en Guangzhou, China. Estos autores trabajaron con seis cepas 
fueron aisladas del suelo rizosférico y dos de ellas se identificaron como 
Enterobacter sp. y Klebsiella sp., tenían capacidad para tolerar y solubilizar Cd, 
Pb y Zn. Se inocularon estas dos cepas posteriormente en Brassica napus y 
provocaron un mayor crecimiento de la planta y aumentó la acumulación de Cd, 
Pb y Zn en las raíces y en la parte aérea. Muchos autores indican que las bacterias 
resistentes a metal, como las aisladas en estos trabajos, podrán ser utilizadas para 
inocular plantas hiperacumuladoras o metalófitas para optimizar su crecimiento y/
o capacidad de extracción de metal en procesos de fitoestabilización y 
fitoextracción (Kuffner et al., 2010, Sessitsch et al., 2013, Cabello-Conejo et al., 
2014).  
Para revelar la diversidad, la estructura, funciones y dinámica de 
comunidades microbianas sin necesidad de cultivar se han utilizado métodos 
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independientes de cultivo, basados en el aislamiento y análisis de proteínas, 
lípidos y ácidos nucleicos directamente extraídos de las muestras ambiéntales 
(Kirk et al., 2004, van Elsas & Boersma, 2011). Hasta el momento existen pocos 
trabajos en los que se empleen estos métodos para estudiar comunidades 
bacterianas asociadas a plantas hiperacumuladoras (Gremion et al., 2003, Idris et 
al., 2004, Mengoni et al., 2004, Muehe et al., 2015). Los trabajos publicados que 
investigan las comunidades bacterianas asociadas a plantas hiperacumuladoras 
utilizando este tipo de metodología observaron que los Fila que se han detectado 
mayoritariamente son Proteobacteria (Alfa- y Gammaproteobacteria), Firmicutes, 
Acidobacteria y Actinobacteria (Gremion et al., 2003, Gremion et al., 2004, Idris 
et al., 2004, Mengoni et al., 2004). Mengoni et al. (2004) utilizando la técnica T-
RFLP (del inglés Terminal Restriction Fragment Length Polymorphism) para 
analizar muestras de suelo a distinta distancia de la raíz de la hiperacumuladora 
Alyssum bertolonii en tres áreas serpentiníticas diferentes, encontraron 
fragmentos TRF presentes en todas las muestras de rizosfera estudiadas. El 
análisis de estos TRFs indicó que los fragmentos característicos de la rizosfera se 
clasificaban principalmente como Alfaproteobacteria. Estos mismos autores 
utilizaron análisis dependiente de cultivo de los mismos suelos ultramáficos y 
mostraron dominio del género Pseudomonas (Proteobacteria) (Mengoni et al., 
2001). Idris et al. (2004) utilizando T-RFLP’s también encontraron un alto 
porcentaje de proteobacterias en la rizosfera de la hiperacumuladora de Ni, 
Noccaea goesingensis. Además, observaron que la comunidad de la rizosfera de 
N. goesingensis también alberga miembros del Filo Acidobacteria, Bacteroidetes, 
Verrucomicrobia y bacterias Gram-positivas con alto contenido en GC (Idris et 
al., 2004). Gremion et al. (2003) construyeron librerías de clones a partir de 
ARNr 16S y el ADNr 16S con el fin de caracterizar la diversidad bacteriana 
rizosférica de la hiperacumuladora de Cd y Zn, Noccaea caerulescens, 
desarrollada en un suelo contaminado con Zn, Cd y Cu. Los resultados indicaron 
un predomino, en la librería de clones del suelo rizosférico, de miembros del Filo 
Actinobacteria y de los órdenes Planctomycetales y Verrucomicrobiales. También 
cabe resaltar que solo se encontraron filotipos afiliados con miembros de 
Cytophaga–Flavobacterium–Bacteroides (CFB) y OP10 en las librerías de clones 
(ADNr) del suelo rizosférico. En cuanto a la población metabólicamente activa 
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observaron que miembros del Filo Actinobacteria, concretamente de la subclase 
Rubrobacteria, son altamente dominantest anto en el suelo rizosférico de N. 
caerulescens como en el no rizosférico . Gomez-Balderas et al. (2014) utilizando 
RLFP estudiaron la composición de la comunidad bacteriana en muestras de suelo 
a distinta distancia de la raíz (rizoplano, rizosfera y suelo no rizosférico) de la 
hiperacumuladora Arabidopsis halleri en un área altamente contaminada con Cd y 
Zn en Francia y encontraron que los miembros de clases como Alfa y 
Gammaproteobacteria son menos abundantes cerca de la raíz de la 
hiperacumuladora. También, estos datos permiten descubrir que los géneros que 
más se relacionaron con la rizosfera y el rizoplano en este estudio fueron 
Pseudomonas, Aeromonas, Chryseobacteria, Buttiauxella y Flavobacteria. 
Utilizando secuenciación 454, Muehe et al. (2015) estudiaron las comunidades 
bacterianas rizosféricas de la hiperacumuladora de Cd y Zn, Arabisdopsis halleri, 
en suelos contaminados con Cd de Lagelsheim en los Montes Harz en Alemania. 
Por una parte, estudiaron el suelo rizosférico sin tratar y por otra, el mismo suelo 
irradiado con rayos gamma encontrando que las OTU (del inglés “Operational 
Taxonomic Unit”) más abundantes en ambos suelos fueron “Candidatus 
Chloracidobacterium”, Nitrospira, Acidovorax, Gemmatimonas y “Candidatus 
Solibacter”, mientras que al analizar solo las OTUs del suelo no tratado, serían 
más abundantes Lysobacter, Streptomyces, Nocardioides, Kineosporia y 
Steroidobacter. Estos autores concluyeron que los miembros de estos géneros 
probablemente juegan un papel en la absorción de metal.  
La flora de suelos con altas concentraciones de metales también incluye 
especies vegetales denominadas metalófitas que se definen como aquellas plantas 
que poseen mecanismos que les permite sobrevivir en suelos con altos contenidos 
con elementos traza (Alford et al., 2010), así como especies pseudometalófitas que 
son aquellas capaces de sobrevivir en estos suelos, pero que también pueden ser 
encontradas en suelos deficientes en metal (Whiting et al., 2004). En suelos 
ultramáficos se llevó a cabo el estudio de aislados de la rizosfera de plantas 
pseudometalófitas comúnmente desarrolladas en estas áreas como son la poácea, 
Dactylis glomerata una exclusora de metal y la Asterácea, Santolina semidentata 
una serpentinófila facultativa. (Becerra-Castro et al., 2009, Becerra-Castro et al., 
2011, Álvarez-López et al., 2016). Becerra-Castro et al. (2009) estudiaron la 
    Capítulo 1 
44 
comunidad bacteriana cultivable de la rizosfera de la planta exclusora D. 
glomerata y la compararon con las comunidades de las hiperacumuladoras de Ni 
Alyssum pintodasilvae, en el norte de Portugal y Noroeste de España, y Alyssum 
malacitanum en el sur de España. En este estudio hallaron que las densidades 
bacterianas totales fueron mayores en el suelo rizosférico de las 
hiperacumuladoras de Portugal que en la rizosfera de la exclusora y también 
encontraron un enriquecimiento en bacterias tolerantes a Ni mayor en la rizosfera 
de las hiperacumuladoras de Portugal que en la rizosfera de la planta exclusora. 
Estos resultados fueron corroborados en un trabajo de Álvarez-López et al. (2016) 
que encontraron que las subespecies de Alyssum hiperacumuladoras de Ni tienen 
una mayor densidad bacteriana que las plantas no hiperacumuladoras, Dactylis y 
Santolina. Además, en la mayoría de los casos las plantas no hiperacumuladoras 
no presentaron un enriquecimiento que se detecte en bacterias tolerantes a Ni, 
como si lo presentan las plantas hiperacumuladoras. Adicionalmente, Álvarez-
López et al. (2016) hicieron una caracterización genotípica de las baterías aisladas 
en el suelo rizosférico de las plantas hiperacumuladoras de Ni de las áreas 
serpentínicas de España y Portugal, A. malacitanum y A. pintodasilvae, y de las 
no hiperacumuladoras D. glomerata (exclusora) y S. semidentata (serpentinófila). 
Se identificaron un total de 329 aislados y se vió que en las hiperacumuladoras de 
Ni la diversidad fue mayor que en las otras especies. Así en la comunidad 
rizosférica cultivable de Alyssum estuvieron representados 19 géneros, mientras 
que las comunidades de D. glomerata y S. semidentata, se detectaron cepas de 10 
y 6 géneros, respectivamente. Algunos géneros solo se observaron en lacolección 
de la rizosfera de las plantas hiperacumuladoras, como es el caso de 
Stenotrophomonas (Gammaproteobacteria), Methylobacterium 
(Alphaproteobacteria), Staphylococcus (Firmicutes), Amycolatopsis y 
Mycobacterium (Actinobacteria) y miembros del Filo Bacteroidetes 
(representados exclusivamente por los géneros Olivibacter y Chitinophaga). Por el 
contrario, miembros de los géneros Janibacter (Actinobacteria) y Mesorhizobium y 
Aminobacter (Alphaproteobacteria) se encontraron únicamente en la rizosfera de 
D. glomerata (en las plantas del norte de España) y miembros del género 
Enterobacter (Gammaproteobacteria) se observaron únicamente en la rizosfera 
de S. semidentata. Otros géneros como Arthrobacter, Streptomyces y Rhodococcus 
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(Actinobacteria) se detectaron en todos los suelos rizosféricos estudiados en este 
trabajo. Además, miembros de dos de estos géneros anteriores, Arthrobacter y 
Streptomyces, fueron predominantes entre los aislados de rizosfera de D. 
glomerata y S. semidentata. 
Existen otros estudios que analizaron la comunidad asociada a plantas 
desarrolladas en suelos con altos contenidos en elementos traza de origen 
antrópico. Así, se observó que las comunidades bacterianas cultivable rizosférica 
asociada a tres plantas pseudometalófitas (Betula celtiberica, Cytisus scoparius 
and Festuca rubra) creciendo en una escombrera altamente contaminada con Pb, 
Zn y Cd estaban dominadas por miembros del Filo Actinobacteria (Becerra-Castro 
et al., 2012). Hanbo et al. (2004) describieron que un 90 % de las bacterias 
aisladas en suelos de mina de Pb y Zn estaban afiliadas a género Arthrobacter 
(Actinobacteria). Pereira et al. (2015) estudiaron las comunidades bacterianas 
rizosféricas asociadas con las dos especies de humedal (Phragmites australis y 
Juncus effusus) afectados por la contaminación con residuos sólidos y aguas 
residuales de un gran complejo químico industrial y contaminado por metales (Zn, 
Pb, Hg) y metaloides (As). El análisis filogenético indicó que las cepas bacterianas 
aisladas de los puntos más contaminados se relacionaban principalmente con las 
clases Actinobacteria (36%), Bacilli (24%), Betaproteobacteria (20%) y 
Gammaproteobacteria (12%), y una pequeña fracción asociada a las clases 
Alphaproteobacteria (6%) y Sphingobacteria (6%). Montalbán et al. (2016) 
estudiaron la comunidad bacteriana cultivable asociada a Brassica napus, cultivada 
en un área agrícola contaminada con Zn debido a las emisiones de una planta 
metalúrgica y encontraron que la diversidad de las poblaciones bacterianas 
aisladas fue similar en las raíces y la rizosfera, y menor en suelo no rizosférico y el 
tallo. Utilizando métodos independientes de cultivo, Zhang et al. (2012) y He et al. 
(2010) observaron una gran abundancia de Actinobacteria y Gammaproteobacteria 
respectivamente, en la rizosfera de Chenopodium ambrosioides, planta que crece 
en suelos de mina de Pb y en la rizosfera de once plantas pseudometalófitas 
resistentes a Cu desarrolladas en suelos de mina ricos en este metal. En la rizosfera 
de la planta tolerante a Cu, Elsholtzia splendens, desarrollada en suelos 
contaminados con Cu en China Jiang et al. (2016), utilizando pirosecuenciación, 
encontraron que la comunidad bacteriana rizosférica estaba constituida por ( en 
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orden de abundancia decreciente) miembros de los Fila Proteobacteria, 
Actinobacteria, Chloroflexi, Verrucomicrobia, Acidobacteria, Bacteroidetes, 
Planctomycetes, Cyanobacteria, Firmicutes, Gemmatimonadetes y TM7. Además, 
estos investigadores descubrieron que la abundancia relativa de Proteobacteria 
aumentaba al incrementar la concentración de Cu total y Cu disponible.  
Aunque en la mayoría de estudios no se encuentran diferencias muy 
marcadas en los taxones detectados en la rizosfera de plantas hiperacumuladoras y 
no hiperacumuladoras resistentes a metal, sí que existen estudios en los que se ven 
diferencias significativas en las características de las comunidades fenotípicas. En 
distintos estudios realizados en los últimos años se ha demostrado que las plantas 
hiperacumuladoras como Alyssum bertolonii, Alyssum serpyllifolium subsp. 
lusitanicum, Alyssum serpyllifolium subsp. malacitanum, Sebertia acuminata o 
Noccaea caerulescens subsp. calaminaria, albergan en la rizosfera una mayor 
densidad de bacterias resistentes a metal (Cd, Ni o Zn) que plantas no 
hiperacumuladoras o suelos no vegetados (Schlegel et al., 1991, Delorme et al., 
2001, Mengoni et al., 2001, Lodewyckx et al., 2002, Becerra-Castro et al., 2009, 
Álvarez-López et al., 2016). Schlegel et al.  (1991) encontraron una mayor 
proporción de bacterias resistentes a Ni en la proximidad de la hiperacumuladora 
de Ni Sebertia acuminata que en zonas mas alejadas. Mengoni et al. (2001) 
también encontraron una mayor proporción de bacterias resistentes a Ni en la 
rizosfera de A. bertolonii que en el suelo no vegetado. Estos autores también 
observaron co-resistencia a un conjunto de metales y una alta resistencia en las 
bacterias aisladas de la rizosfera. A. serpyllifolium subsp. lusitanicum y A. 
serpyllifolium subsp. malacitanum también presentan proporciones más altas de 
bacterias tolerantes a Ni en la rizosfera que en el suelo no vegetado o en la 
rizosfera de plantas no acumuladoras (Becerra-Castro et al., 2009, Álvarez-López 
et al., 2016). Este enriquecimiento en bacterias tolerantes a Ni en la rizosfera de 
las hiperacumuladoras de Ni se ha correlacionado con un aumento de la fracción 
disponible de Ni en el suelo rizosférico (Becerra-Castro et al., 2009, Álvarez-
López et al., 2016). Asimismo, en la rizosfera de la hiperacumuladora de Zn, 
Noccaea caerulescens, también se encontró una mayor fracción de bacterias 
resistentes a Zn que en suelo no rizosférico (Lodewyckx et al., 2002, Aboudrar et 
al., 2007).  
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En plantas metalófitas se observaron resultados similares, por ejemplo, 
Kunito et al. (2001) compararon la comunidad bacteriana rizosférica de la planta 
metalófita no hiperacumuladora, Phragmites, con la del suelo no rizosférico en 
una zona altamente contaminada con Cu y encontraron que en su rizosfera se 
detectaba mayor densidad de bacterias que en el suelo no rizosférico. Estos autores 
atribuyeron este resultado a las concentraciones de Cu inferiores o a la 
disponibilidad de exudados de la raíz. A su vez, el porcentaje de cepas resistentes 
a Cu fue mayor en la rizosfera que en suelo no rizosfera. En este estudio también 
demostraron que la comunidad bacteriana rizosférica asociada a plantas metalófita 
estaba enriquecida en bacterias estrategas de la r que crecen y utilizan los recursos 
rápidamente (Kozdrój, 1995).  
Hay otros estudios en los que se analiza la funcionalidad u otras 
características generales de las comunidades de la rizosfera de las plantas 
hiperacumuladoras (Aboudrar et al., 2007, Álvarez-López et al., 2016). Aboudrar 
et al. (2007) encontraron que en la rizosfera de la hiperacumuladora de Ni, 
Thlaspi caerulescens, hay un mayor número de bacterias con capacidad para 
oxidar ácidos carboxílicos y aminoácidos, las diferencias no fueron 
estadísticamente significativas.  
 
1.6 Técnicas de remediación de suelos contaminados de bajo impacto  
El suelo es un sistema muy complejo con una velocidad de formación 
extremadamente lenta, por lo que se considera un recurso no renovable, que 
desempeña funciones esenciales para la vida en el planeta. El suelo actúa como 
soporte y hábitat de numerosos organismos vivos y juega un papel fundamental en 
procesos esenciales como los ciclos del agua y de nutrientes, la filtración y 
depuración de muchas sustancias, como almacén y sumidero de carbono, etc. 
(Lorenz, 2013). La contaminación del suelo altera la calidad y las funciones del 
mismo, por lo que se pueden ver afectadas negativamente la calidad del agua, la 
biodiversidad, la seguridad alimentaria y/o la salud humana. La Unión Europea 
(UE), en su estrategia temática para la protección del suelo (Thematic Strategy for 
Soil Protection), considera la contaminación del suelo como una de las principales 
causas de degradación del mismo (COM, 2002).  
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El tratamiento de suelos contaminados puede abordarse empleando distintas 
técnicas, que se clasifican a menudo en tratamientos in situ y ex situ. Los métodos 
ex situ se caracterizan porque el suelo contaminado es extraído o excavado y 
tratado fuera del sitio y generalmente se aplican en áreas donde el suelo está 
fuertemente contaminado. Son técnicas de aplicación rápida; sin embargo, son 
altamente invasivas, tienden a generar una importante cantidad de residuos sólidos 
y es necesario almacenar y controlar los residuos extraídos (Wuana & Okieimen, 
2011). Por el contrario, las técnicas in situ están diseñadas para extraer o 
estabilizar los contaminantes en el suelo en el lugar de origen, sin necesidad de 
excavación o remoción de suelo. Las ventajas de estas técnicas son su baja 
invasividad, generación de pocos residuos, su bajo coste y facilidad para 
establecerlas (Wuana & Okieimen, 2011). Por otra parte, el proceso de 
recuperación se aplica sólo a la capa superficial del suelo (Lenart-Boroń & Boroń, 
2014).  
Dentro de las técnicas in situ disponibles, se encuentran las tecnologías 
verdes (“Gentle soil Remediation Options” (GRO) en inglés), que incluyen 
opciones basadas en el uso de plantas y sus microorganismos asociados para el 
tratamiento de contaminantes in situ (Fitocorrección). Estas técnicas se benefician 
de la capacidad natural de las plantas para transformar, extraer, volatilizar o 
estabilizar los contaminantes y pueden llegar a restaurar las funciones y estructura 
del suelo (Cunningham & Ow, 1996, Salt et al., 1998, Wenzel et al., 1999, 
McGrath & Zhao, 2003, Pilon-Smits, 2005), además están consideradas como 
opciones rentables y menos invasivas que las técnicas convencionales basadas en 
métodos de ingeniería (Mench et al., 2009, Vangronsveld et al., 2009, Mench et 
al., 2010, Greenland, 2014). Las tecnologías verdes pueden ser aplicadas para 
corregir áreas contaminadas tanto con contaminantes orgánicos como con 
elementos traza (Salt et al., 1998, Wenzel et al., 1999, Pilon-Smits, 2005, Chaney 
et al., 2007, Kidd et al., 2015). 
Las técnicas de fitocorrección pueden subdividirse en dos grupos: de 
contención o de extracción. Los procesos de contención comprenden la 
fitoestabilización o fitoinmovilización cuyo objetivo primordial es reducir la 
biodisponibilidad, la movilidad y/o la toxicidad del contaminante en el ambiente. 
Por otra parte, los procesos de extracción comprenden la fitoextracción (uso de 
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plantas que extraen los contaminantes del suelo, concentrándolos en su parte 
aérea), la fitovolatilización (uso de plantas para volatilizar contaminantes) y la 
fitodegradación (uso de plantas y de los microorganismos asociados a las mismas 
para degradar contaminantes orgánicos) (Lombi et al., 2001). Generalmente se 
utiliza el termino fitodegradación (in planta) si la degradación del contaminante 
ocurre dentro de la planta y se usa el termino rizodegradación o fitoestimulación 
(fitodegradación ex planta) en los casos en que la planta induce la biodegradación 
favoreciendo la actividad de los microorganismos rizosféricos (Salt et al., 1998, 
Pilon-Smits, 2005) (Figura 1.7). Estas técnicas pueden combinarse con la adición 
de bacterias, como las PGPR, que pueden mejorar el crecimiento de la planta y su 
supervivencia, mediante la producción de por ejemplo fitohormonas (como ácido 
indolacético, etileno, citoquininas), y también pueden mejorar potencialmente la 
efectividad de las técnicas de fitocorrección ya que las PGPR pueden alterar la 
solubilidad, movilidad y disponibilidad de los elementos traza, liberando al medio 
agentes quelantes, sideróforos e incluso solubilizando fosfato, acidificando el 
medio y activando mecanismos de oxidación-reducción (Whiting et al., 2001, 
Lasat, 2002, Abou-Shanab et al., 2003, Kidd et al., 2009). Recientemente la 
utilización de estos microorganismos asociados a planta han atraído la atención de 
muchos investigadores debido a su potencial aplicación en estrategias de 
fitocorrección (Brierley, 1990, Lovley & Coates, 1997, Wenzel et al., 1999, Glick, 
2003, Jing et al., 2007, Kuffner et al., 2008, Sessitsch & Puschenreiter, 2008, Kidd 
et al., 2009, Vangronsveld et al., 2009, Ma et al., 2011, Sessitsch et al., 2013, 
Kidd et al., 2015) y en la última década un gran número de estudios se han 
dedicado a la búsqueda de bioinóculos con potencial aplicación en estas técnicas 
verdes (Abou-Shanab et al., 2006, Becerra-Castro et al., 2011, Sessitsch et al., 
2013, Cabello-Conejo et al., 2014, Álvarez-López et al., 2016, Kidd et al., 2017). 
Las técnicas de fitoestabilización y fitoextracción son las técnicas más 
comúnmente aplicadas en sitios contaminados con elementos traza y ambas 
pretenden disminuir la concentración de metal lábil en el suelo utilizando 
organismos vivos (Kidd et al., 2015). La fitoextracción consiste en el cultivo de 
plantas tolerantes, que tienen la capacidad de acumular contaminantes del suelo en 
sus tejidos aéreos. Al final del período de crecimiento, la biomasa de la planta se 
cosecha. En los casos en los que el metal fitoextraído puede ser recuperado y 
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comercializado obteniendo un rendimiento económico, la técnica recibe el nombre 
de fitominería (Chaney et al., 2007). En el caso de la fitoextracción, Salt et al. 
(1998) diferencia entre fitoextracción inducida, que usa compuestos químicos para 
aumentar la absorción y acumulación de contaminante en la planta, y 
fitoextracción continua que generalmente usa plantas hiperacumuladoras. Por otra 
parte, la fitoestabilización tiene como objetivo principal establecer una cubierta 
vegetal y progresivamente promover la inactivación in situ de los elementos traza 
en el suelo, combinando el uso de plantas exclusoras y enmiendas (Vangronsveld 
et al., 1995, Mench et al., 2006, Vangronsveld et al., 2009). Aunque estas técnicas 
no permiten la limpieza total del suelo, mediante la alteración de la movilidad y 
especiación de los elementos traza, reducen el potencial impacto negativo que 
estos metales tienen sobre el medio ambiente.  
Se ha demostrado que el uso de GRO puede incrementar la diversidad 
microbiana del suelo y restaurar su funcionalidad, aplicando técnicas de 
 
Figura 1.7: Principales técnicas de fitocorrección (modificado de pilon-Smits 
(2005)). 
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fitocorrección apropiadas a largo plazo (Mench et al., 2006, Kumpiene et al., 
2009), debido a la reducción de la disponibilidad y toxicidad del metal y a la 
mejora de las propiedades químicas del suelo. Varios estudios analizaron el efecto 
de las estrategias de fitocorrección en las comunidades bacterianas del suelo. 
Juwarkar et al. (2007) analizó el efecto de las técnicas de fitocorrección, en 
concreto de la adición de moléculas biosurfactantes, en la comunidad bacteriana 
de dos sustratos, uno no contaminado y otro contaminado artificialmente con Cd y 
Pb. Los resultados que obtuvieron indican que la riqueza y diversidad de la 
comunidad bacteriana en el suelo contaminado aumenta al disminuir la 
concentración de metal disponible en suelo debido a la complejación de elementos 
traza por parte de las moléculas biosurfactantes, lo que disminuirá la 
disponibilidad de metales en el medio y, por tanto, la toxicidad de los mismos para 
los microorganismos del suelo. Izquierdo et al. (2005) cultivaron dos especies de 
árboles, Casuarina equisetifolia y Anacardium occidentale, en suelos 
contaminados con elementos traza provocando un aumento en la diversidad y 
actividad enzimática de los microorganismos. Tipayno et al. (2012) utilizaron 
polimorfismos de longitud de fragmentos de restricción (T-RFLP) para determinar 
la estructura y diversidad de la comunidad bacteriana y encontraron que los 
índices de riqueza y diversidad bacteriana fueron más altos en los suelos 
contaminados con elementos traza en donde se había implementado algún método 
de fitocorrección. Estos autores, sugirieron que podría ser debido a la presencia de 
exudados de raíz provenientes de las plantas cultivadas que mejoran las 
condiciones de supervivencia en el suelo. Chiellini et al. (2013) hicieron un 
seguimiento de la composición de las comunidades bacterianas presentes en 
sedimentos contaminados con elementos traza después de la aplicación de técnicas 
de fitocorrección durante tres años. Los resultados indicaron que la comunidad 
bacteriana consiguió estabilizarse después de un año desde el comienzo del 
tratamiento. Además, el proceso de fitocorrección permitió el desarrollo de una 
comunidad bacteriana completamente diferente de las comunidades bacterianas 
iniciales. Resultados similares se encontraron en otros estudios (Kim et al., 2010, 
Yergeau et al., 2014). En experiencias de fitoextracción se ha descrito que las 
plantas hiperacumuladoras cultivadas influyen en la comunidad bacteriana. 
Gremion et al. (2004) determinaron el impacto de los elementos traza y de las 
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prácticas de fitoextracción en la estructura de la comunidad bacteriana, para ello, 
cultivaron la hiperacumuladora de Zn y Cd, Noccaea caerulescens, en macetas con 
suelo contaminado con Cu, Cd y Zn, y con suelo no contaminado. Estos autores 
observaron que la actividad enzimática del suelo aumentaba con el tiempo 
mientras que la estructura de la comunidad bacteriana no se recuperaba al estado 
inicial presente en el suelo no plantado. Cai et al. (2007) estudiaron el efecto de la 
fitocorrección en las comunidades microbianas asociadas a dos plantas 
hiperacumuladoras de Ni y a una planta tolerante a este elemento y encontraron 
que en el suelo, más cercano a las raíces de las tres plantas la riqueza, diversidad y 
biomasa de microorganismos e era mayor que en el suelo no influenciado por las 
raíces.  
La implementación de técnicas de fitocorrección, en muchos casos conlleva 
la aplicación de enmiendas que contribuyen o incluso son esenciales para el 
establecimiento de las especies vegetales que se van a implantar y para optimizar 
la eficacia del tratamiento. Las enmiendas más utilizadas pueden ser o bien 
inorgánicas (cal, minerales de fosfato, óxidos de Al y Fe) u orgánicas (lodos o 
biosólidos) (Knox et al., 2000, Basta et al., 2001). Varios estudios han demostrado 
que la adición de enmiendas orgánicas e inorgánicas a los suelos contaminados 
puede mejorar sus propiedades químicas, además de inducir un aumento en la 
funcionalidad, diversidad y biomasa microbianas (Chander & Joergensen, 2002, 
Perez-de-Mora et al., 2006, Fernández et al., 2012). Pérez-Mora et al. (2006) 
estudiaron en suelos contaminados con elementos traza en Aznalcollar, España, 
los efectos de distintos tratamientos in situ sobre algunas propiedades 
fisicoquímicas, actividad y diversidad microbianas del suelo. Estos autores 
encontraron que la actividad microbiana edáfica era mayor en los suelos donde se 
aplicaron técnicas de remedio que incluían la introducción de algún tipo de 
enmienda. Mench et al. (2006) evaluaron la efectividad de dos enmiendas para el 
tratamiento in-situ de un lugar contaminado con Cd y Ni y midieron la tasa de 
respiración diaria y la biomasa microbianas, la riqueza de especies bacterianas y 
las actividades de enzimas clave en el suelo. Los resultados indicaron que la 
biomasa y la tasa de respiración microbianas no se veían afectadas por la 
contaminación metálica ni por la adición de las enmiendas, pero apreciaron 
recuperación de la actividad de algunas de las enzimas analizadas. Kumpiene et al. 
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(2006) añadieron a suelos contaminados enmiendas con el fin de inmovilizar 
distintos elementos traza y encontraron un efecto positivo de las enmiendas sobre 
los microorganismos del suelo ya que en la mayoría de los casos se observó una 
reducción clara de la toxicidad y un aumento de la diversidad microbiana y la 
actividad enzimática. Resultados similares se encontraron el estudio conducido 
por Kumpiene et al. (2009) que describieron un aumento de la biomasa 
microbiana, de la actividad enzimática y la respiración, además de una reducción 
clara en el estrés microbiano en suelos de escombrera enriquecidos en Cu del norte 
de Suecia en los que se añadieron distintas enmiendas orgánicas e inorgánicas 
(cenizas derivadas de la combustión de madera y carbón por una parte y por otra, 
musgo de turbera). Touceda-González et al. (2015) estudiaron los efectos sobre la 
estructura de la comunidad bacteriana de la inoculación de bacterias promotoras 
del crecimiento vegetal en combinación con enmiendas inmovilizadoras de metal 
en el suelo. Los resultados mostraron importantes cambios en la composición de la 
comunidad en respuesta a las enmiendas y de menor intensidad en el caso de la 
inoculación bacteriana. Touceda-González et al. (2016) en una escombrera de 
mina con alto contenido de Cu tratada con residuos sólidos municipales 
compostados y en la que se plantaron tres especies vegetales (Salix spp., Populus 
nigra o Agrostis capillaris) observaron cambios importantes en la estructura de la 
comunidad bacteriana a lo largo de los tres años que duró el estudio. 
Estos estudios demuestran que los cambios en las comunidades bacterianas 
después de la implementación de técnicas de fitocorrección dependen 
mayoritariamente del tipo de plantas y de enmienda utilizada (Kim et al., 2010). 
Asimismo, indican que para el seguimiento de las técnicas de fitocorrección es de 
gran interés el estudio de la composición, estructura y funcionalidad de las 
comunidades microbianas edáficas, ya que los microorganismos responden 
rápidamente a las alteraciones en el mismo (Gołębiewski et al., 2014). 
 
1.7 Metodología de estudio de la microbiota edáfica 
El estudio de la enorme diversidad microbiana edáfica y el análisis de las 
diferencias entre las comunidades microbianas presentes en distintos suelos y 
horizontes así como de las variaciones inducidas por diferentes factores 
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(vegetación, clima, manejo, etc.) se aborda utilizando métodos que generalmente 
se subdividen en métodos dependientes de cultivo y métodos independientes de 
cultivo, entre los que se incluyen numerosos protocolos basados en el análisis de 
los ácidos nucleicos, principalmente ADN, cuyo  uso se empezó a generalizar a 
mediados de la década de los 90 (Puglisi et al., 2012).  
 
1.7.1 Métodos dependientes de cultivo 
Tradicionalmente se utilizaron técnicas dependientes de cultivo en el 
estudio de los microorganismos del suelo. Estás técnicas se basan en el análisis del 
crecimiento de microorganismos en el laboratorio en medios de cultivo líquidos o 
sólidos, con una composición muy variable y en muchos casos diseñada para 
favorecer el crecimiento de los microorganismos que se pretende estudiar. 
El mayor problema asociado con el uso de estas técnicas es que tan solo se 
han podido cultivar entre un 0,001 y un 1% de los microorganismos vivos 
presentes en el medio ambiente (Torsvik et al., 2003). En la tabla 1.2 pueden verse 
resultados de diferentes estudios en los que se determina la fracción de 
microorganismos cultivables respecto a la enumeración total realizada mediante 
microscopía de epifluorescencia.  
Los estudios clásicos de diversidad microbiana basados únicamente en el 
cultivo de microorganismos permiten tener acceso a tan solo una pequeña parte de 
la diversidad real existente (Amann et al., 1995). Aun así, se han hecho esfuerzos 
para crear nuevos medios y sistemas de cultivo que permitan conseguir 
información de microorganismos desconocidos, apoyándose en la información 
obtenida utilizando técnicas independientes de cultivo (Sait et al., 2002, Joseph et 
al., 2003, Ferrari et al., 2005, Bollmann et al., 2007). La importancia de aislar 
nuevas cepas es evidente, ya que una de las ventajas fundamentales de estas 
técnicas consiste en disponer de cultivos puros, útiles para aplicar en estudios 
posteriores y para conocer más sobre la actividad metabólica de estos 
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1.7.2 Métodos independientes de cultivo 
Los métodos independientes de cultivo no requieren ninguna etapa de 
cultivo y se basan en el estudio de las características bioquímicas y moleculares de 
los organismos, para caracterizar taxonómica y funcionalmente las comunidades 
microbianas. Este tipo de técnicas permiten obtener mucha más información de la 
diversidad microbiana existente en una muestra ambiental que las técnicas 
dependientes de cultivo (Amann et al., 1995). Los métodos independientes de 
cultivo revolucionaron los cimientos de la microbiología convencional revelando 
una diversidad microbiana hasta entonces desconocida (Rappé & Giovannoni, 
2003, Janssen, 2006). Aunque estas técnicas fueron diseñadas para obtener una 
perspectiva general de cada grupo biológico en una muestra, la complejidad de 
algunos hábitats y las limitaciones de los métodos a menudo dificultan ese 
objetivo. En este tipo de métodos se utilizan normalmente componentes celulares 
como por ejemplo ácidos nucleicos, lípidos y proteínas (Su et al., 2012, Willers et 
al., 2015). En muchos de los trabajos centrados en el estudio de las comunidades 
microbianas de suelos se han utilizado mayoritariamente los ácidos nucleicos, 
concretamente el ADN, aunque el ARN también ha sido utilizado comúnmente 
para obtener información de la comunidad microbiana activa (Rastogi & Sani, 
2011, van Elsas & Boersma, 2011, Puglisi et al., 2012, Su et al., 2012, Lagos et 
al., 2015, Visioli et al., 2015). 
Tabla 1.2: Proporción de organismos cultivables (%) en distintos ambientes 
(Viñas Canals, 2005). 
Hábitat Cultivables (%) Referencias 
Suelo 0,3 (Torsvik et al., 1990) 
Sedimentos 0,25 (Jones, 1977) 
Lodos activados 1-15 
(Wagner et al., 1993, 
Wagner et al., 1994) 
Ecosistemas marinos 0,001-0,1 
(Kogure et al., 1979, 
Ferguson et al., 1984) 
Ecosistema aguas continentales 0,25 (Jones, 1977) 
Lago mesofilo 0,1-1 (Staley & Konopka, 1985) 
Estuarios 0,1-3 (Ferguson et al., 1984) 
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En los métodos basados en el uso del ADN, la primera etapa consiste en la 
extracción de ADN de los componentes de las comunidades microbianas objeto de 
estudio. En el proceso de extracción se repiten siempre dos pasos esenciales, que 
son la lisis celular y la purificación del ADN. La metodología para realizar la lisis 
celular y extracción del ADN presenta variaciones en función del organismo del 
que queramos extraer el ADN, el tamaño de molécula que necesitemos para 
análisis posteriores y de las características del suelo (Hirsch et al., 2010). Métodos 
de lisis como la agitación energica con microesferas que permiten la ruptura de la 
membrana y la pared celular de modo muy eficiente , aunque los fragmentos de 
ADN que se obtengan serán más pequeños (Yuan et al., 2012). Hay otros métodos 
de lisis físicos que pueden ser utilizados, como es el caso de la sonicación, 
tratamiento con frío (congelado y descongelado), tratamiento con calor (Hirsch et 
al., 2010). Estás técnicas pueden ser complementarias siendo común hoy en día la 
combinación de lisis física, con microesferas, y química utilizando detergentes. 
Alguno de los agentes químicos utilizados tradicionalmente en la lisis celular son 
el SDS, la Lisozima y la Proteinasa K.  El dodecilsulfato sódico o SDS es un 
detergente iónico que se utiliza comúnmente con el fin de romper la envoltura 
celular y desnaturalizar y solubilizar proteínas (Natarajan et al., 2016). La lisozima 
y la proteinasa K facilitan la ruptura de la membrana y la pared celular. La 
proteinasa K además puede inactivar las ARNasas y ADNasas que podrían dañar 
los ácidos nucleicos extraídos (Shahriar et al., 2011). Los solventes orgánicos, 
fenol y cloroformo, son utilizados generalmente en extraciones de ADN y ARN 
para eliminar las proteínas y lípidos (Sambrook & Russell, 2006). Uno de los 
mayores problemas derivados del trabajo con muestras de suelo es que las 
sustancias húmicas, la materia orgánica y la arcilla pueden unirse al ADN y 
complicar el proceso de purificación del mismo (Hirsch et al., 2010). Además, la 
purificación puede llevar a la pérdida del ADN extraído (van Elsas & Boersma, 
2011). Hoy en día en la mayoría de laboratorios se utilizan kits comerciales de 
extracción de ADN como es el caso de “Powersoil” soil DNA extraction kits 
(MoBio, USA) y el Fast DNA Spin kit for soil (Bio101, USA) (van Elsas & 
Boersma, 2011). Estos kits incluyen generalmente etapas en las que se aplica una 
lisis física, generalmente por agitación enérgica con microesferas de vidrio o 
cerámica de alta dureza (“bead beating”), y una lisis con agentes químicos, que se 
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utilizan para precipitar sustancias que se co-extraen con el ADN, finalmente se 
usan materiales silícicos para adsorber el ADN que permiten la purificación de 
mismo mediante lavados con distintos solventes que eliminan contaminantes. 
El protocolo de extracción de ADN utilizado va a condicionar los resultados 
obtenidos con las técnicas independientes de cultivo (Martin-Laurent et al., 2001, 
Feinstein et al., 2009, Delmont et al., 2011). Por ejemplo, se sabe que las bacterias 
Gram-positivas son más difíciles de lisar que las Gram-negativas. También se 
detectó que las células más pequeñas (0,3-1,2  m) son más resistentes a la lisis y 
por lo tanto la extracción de sus ácidos nucleicos podría no ser eficiente del todo 
(Amann et al., 1995). En el 2006 Philippot et al. vieron la necesidad de 
estandarizar los protocolos de extracción de ADN y presentaron una propuesta 
ante la Organización Internacional de Normalización (ISO) (Philippot et al., 
2010). Esta necesidad fue reconocida rápidamente por los miembros de la ISO y 
en el 2012 se publicó el protocolo estandarizado, ISO-11063 (ISO, 2012).  
En una gran parte de los métodos moleculares disponibles, una vez obtenido 
el ADN de las comunidades objeto de estudio, se procede a amplificar mediante la 
reacción en cadena de la polimerasa (PCR) los genes y/o fragmentos de interés 
para conseguir una cantidad suficiente de ADN para el análisis. La técnica de PCR 
presenta varias limitaciones intrínsecas que pueden condicionar la interpretación 
final de los resultados; algunas afectan especialmente en estudios como los 
basados en el análisis del gen ADNr 16S del (del que se amplía información más 
adelante), en los que la muestra de partida contiene numerosas copias de un gen, 
copias que presentan distintas secuencias según el organismo del que proceden. 
Estas limitaciones de la PCR plantean problemas metodológicos que pueden llevar 
a errores o interpretaciones erróneas de la diversidad de una comunidad 
microbiana. Entre las limitaciones más importantes se pueden mencionar: 1) La 
amplificación preferente de secuencias más abundantes y con bajo porcentaje de 
GC, debido a un fenómeno de inhibición competitiva de las secuencias menos 
frecuentes y a una mala separación de las cadenas de ADN de las secuencias ricas 
en  guanina y citosina (GC) durante el proceso de desnaturalización (Reysenbach 
et al., 1992); 2) La fidelidad de la Taq polimerasa que es diferente según el tipo 
de proveedor, la tasa de error por incorporación errónea de nucleótidos, oscila en 
un rango de 0,0002-1,3 % (Head et al., 1998); 3) La formación de secuencias 
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quiméricas debido a la fusión entre fragmentos generados en la PCR a partir de 
distintas secuencias molde durante el proceso de amplificación (Liesack et al., 
1991, Muyzer et al., 1998). 
Los métodos independientes de cultivo se basan en su mayoría en el uso de 
genes de referencia. En el caso de los estudios de comunidades de bacterias y de 
arqueas del suelo el gen de uso más generalizado es el ARN ribosómico16S 
(ADNr 16S), es decir, el ARN que se encuentra en la subunidad pequeña de los 
ribosomas de todas las bacterias y arqueas (ARNr 16S) (Kim & Chun, 2014). El 
análisis de la secuencia del gen ADNr 16S se convirtió en una herramienta común 
para caracterizar las comunidades bacterianas en ambientes complejos, debido a la 
gran disponibilidad de bases de datos públicas y al uso del 16S como estándar para 
el estudio taxonómico bacteriano (Olsen et al., 1986, Riesenfeld et al., 2004, 
Hartmann & Widmer, 2006). La secuencia de este gen varía entre especies 
diferentes; además en determinadas zonas, la secuencia es común a todas (o a la 
mayoría) de las bacterias conocidas y en otras áreas la secuencia la comparten 
miembros de determinados grupos bacterianos (por ejemplo, Actinobacteria, 
Betaproteobacteria, etc.) o miembros de un género o de una especie (Clarridge, 
2004, Kim & Chun, 2014). Esta característica permite que en muchos casos sea 
posible diseñar cebadores para amplificar solamente fragmentos del ADNr 16S de 
un grupo bacteriano de interés y, por tanto, se pueda obtener información a 
distintos niveles filogenéticos (Lane, 1991, Muyzer et al., 1993, Baker et al., 
2003).  
El resultado más sorprendente de los muchos estudios de diversidad 
bacteriana que han empleado métodos independientes de cultivo basados en el 
ADNr 16S, es la riqueza de las comunidades no cultivables. Según revisó 
Riesenfeld en 2004, después del 01 de abril de 2004, el GenBank tenía 
depositadas 21 466 secuencias del gen que codifica el ARNr 16S de procariotas 
cultivados y 54 655 de procariotas no cultivados. Cuando Woese (1987) propuso 
una filogenia basada en el ADNr 16S, se reconocieron 12 Fila bacterianos, todos 
ellos con representantes cultivados. Unos años más tarde, los análisis de las 
secuencias del ADNr 16S indicaron que existían al menos 56 Fila de los cuales 26 
contenían únicamente bacterias no cultivadas, por lo tanto, la mitad de los Fila 
conocidos no tenían ningún representante cultivado hasta el momento (Rappé & 
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Giovannoni, 2003). En 2016 un estudio de Hug y colaboradores demostraba la 
existencia de al menos 92 Fila bacterianos (Hug et al., 2016). 
El uso del ADNr 16S para el estudio de la diversidad de las comunidades 
bacterianas también tiene su problemática asociada entre las que se puede 
mencionar que las distintas bacterias tienen un número diferente de copias de este 
gen y que las secuencias de las distintas copias en un mismo organismo a veces no 
son idénticas (Case et al., 2007). Esto lleva a que no se puede relacionar 
directamente la abundancia de un determinado organismo con la cantidad de 
producto de PCR obtenido y que por ejemplo en la técnica de DGGE, que se 
describe más adelante, un mismo organismo puede dar lugar a más de una señal 
(Head et al., 1998). Estos aspectos son especialmente importantes puesto que tal 
como se comentó anteriormente muchos métodos recurren a una etapa de 
amplificación por PCR a partir de ADN de las comunidades microbianas que se 
van a estudiar. 
Hay métodos que se centran en el estudio de otros genes como es el caso de 
los genes funcionales. En la última década ha adquirido una creciente importancia 
el estudio de genes que codifican para enzimas implicadas en procesos clave del 
suelo y se han utilizado como indicadores de cambios en la diversidad funcional 
del mismo. Comúnmente se han utilizado los genes que codifican para la enzima 
amonio monooxigenasa de bacterias y arqueas, amoA, para la enzima metano 
monooxigenasa, pmoA y mmoX, para la nitrato reductasa, narG y para la nitrito 
reductasa, nirK y nirS, así como el gen nifH que codifica para la dinitrogenasa 
reductasa que se encuentra en bacterias que fijan nitrógeno atmosférico (Sørensen 
et al., 2009, van Elsas & Boersma, 2011).  
 
1.7.2.1 Técnicas de análisis de “huellas moleculares” 
Las técnicas de “huellas moleculares” aplicadas a comunidades microbianas 
ambientales engloban una serie de métodos que permiten tener una visión rápida y 
global de la diversidad de una muestra y permiten hacer un seguimiento de los 
cambios en la comunidad a través del tiempo. Con estas técnicas se analizan 
cuantas variantes de un determinado gen (por ejemplo, de ADNr 16S) están 
presentes en una muestra ambiental. Desde finales de los 90 las técnicas de 
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“huellas moleculares”, también conocidas por su nombre en inglés “PCR-
fingerprinting”, se han utilizado para estudiar la diversidad y estructura de las 
comunidades microbianas. La mayor ventaja derivada del uso de estas técnicas es 
que permiten, en poco tiempo, comparar y tener una perspectiva general de la 
composición y diversidad de la comunidad microbianas a estudiar (van Elsas & 
Boersma, 2011) así como, analizar un número elevado de muestras en paralelo. 
Sin embargo, estas técnicas solo detectan las bacterias dominantes en la 
comunidad (Lagos et al., 2015). Existe un gran número de técnicas de “huella 
molecular” que permiten el estudio de fragmentos amplificados por PCR a partir 
del ADN ambiental, ejemplos muy utilizados son la DGGE, del inglés “denaturing 
gradient gel electrophoresis”, TGGE, del inglés “temperature gradient gel 
electrophoresis”, T-RFLP “terminal restriction fragment length polymorphism”, 
SSCP “single-strand conformational polymorphism”, RISA “ribosomal internal 
spacer analysis” y LH-PCR “length heterogeneity-PCR”. De entre todas ellas la 
técnica de DGGE ha sido la que mayor aceptación ha tenido (Rastogi & Sani, 
2011, van Elsas & Boersma, 2011, Visioli et al., 2015).    
La DGGE es una técnica electroforética en gel de poliacrilamida con una 
concentración creciente de agente desnaturalizante (urea-formamida) que permite 
separar moléculas de ADN de hasta 700 pares de bases (pb) de longitud, según sea 
su secuencia más rica en G/C o A/T (Fischer & Lerman, 1979, Muyzer et al., 
1993, Muyzer et al., 1998, Kawai et al., 2002). Cuando el gradiente de urea-
formamida está optimizado se pueden separar moléculas con secuencias que 
difieren en tan solo una base (Muyzer et al., 1993). 
El método se basa en la preparación de geles de poliacrilamida con un 
gradiente desnaturalizante de urea-formamida, de modo que la concentración de 
desnaturalizante es máxima en la parte inferior del gel y mínima en la parte 
superior. Al preparar una electroforesis en vertical y cargar las muestras en la 
parte superior del gel, el ADN a medida que avanza se encuentra con una 
concentración creciente de urea-formamida, se va desnaturalizando 
paulatinamente y, en consecuencia, su migración en el gel se va ralentizando 
(Muyzer et al., 1993). La técnica se emplea para analizar muestras constituidas por 
fragmentos de ADN del mismo tamaño, pero con secuencia diferente. Los 
diferentes fragmentos de ADN de una muestra alcanzarán una posición en el gel 
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distinta que dependerá de su secuencia. 
En estudios ambientales, esta técnica se aplica principalmente para el 
análisis de fragmentos de ADNr 16S amplificados por PCR. En la etapa de 
amplificación a partir de ADN ambiental uno de los dos cebadores empleados se 
sintetiza con un fragmento rico en GC en uno de los extremos (en posición 5’), de 
manera que el fragmento amplificado dispone de una pinza artificial rica en GC en 
un extremo, que tiene la función de evitar la desnaturalización completa del ADN 
durante la etapa de electroforesis (Myers et al., 1985, Sheffield et al., 1989, 
Muyzer et al., 1993, Heuer et al., 1997, Smalla et al., 2001). El resultado final será 
un patrón de bandas diferencial para cada muestra analizada. Cada banda 
teóricamente equivaldría a una especie bacteriana distinta. Además, la DGGE 
tiene también la ventaja de que es posible recortar algunas bandas aisladas, 
reamplificarlas y secuenciarlas, con lo que se puede obtener información 
filogenética sobre los miembros de la comunidad (Muyzer et al., 1998). Es un 
método particularmente útil para examinar series temporales y dinámicas de 
poblaciones microbianas. Por estos motivos la DGGE se convirtió en uno de los 
métodos más utilizados para el estudio de comunidades bacterianas (Yu & 
Morrison, 2004, van Elsas & Boersma, 2011). 
Entre los inconvenientes de esta técnica de DGGE, se pueden mencionar la 
laboriosidad de la optimización del gradiente desnaturalizante, o en el caso del 
análisis de genes como el ADNr 16S el problema que se plantea por la obtención 
de patrones de bandas extremadamente complejos o con un número de bandas tan 
elevado, que no se puede observar un patrón claro sino únicamente bandas muy 
próximas que no se pueden distinguir (Yu & Morrison, 2004). Para tratar de paliar 
este problema, en algunos estudios se emplean cebadores que amplifican grupos 
bacterianos específicos, en lugar de cebadores “universales” que hibridan con el 
gen ADNr 16S de todos (o la mayoría) de los miembros de la comunidad 
bacteriana. También se observó que se puede producir comigración de los 
fragmentos, de modo que una sola banda está formada por fragmentos con 
diferente secuencia, y viceversa, un mismo organismo puede generar más de una 
banda (Head et al. 1998). Por otra parte, la longitud de los fragmentos que se 
pueden analizar por DGGE puede ser demasiado corta para obtener una 
información filogenética fiable y valiosa. 
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1.7.2.2 Técnicas de hibridación 
La diversidad bacteriana en suelos también puede ser estudiada aplicando 
técnicas de hibridación en las que se puede evitar la amplificación por PCR y que 
emplean cebadores y sondas de oligonucleótidos que van a hibridar con 
secuencias de ARN ribosómico o de otros genes presentes en la muestra ambiental 
(Rastogi & Sani, 2011). Estas técnicas moleculares no basadas en PCR como son 
la hibridación in situ (FISH, del inglés Fluorescence In Situ Hybridization) y las 
micromatrices o chips de ADN también se aplican con frecuencia al estudio de 
comunidades microbianas en muestras ambientales (Su et al., 2012). Estas 
técnicas tienen limitaciones asociadas, como que solo se pueden analizar genes u 
organismos para las cuales disponemos de una sonda, es decir se ha de conocer 
con anterioridad un fragmento de la secuencia característica de ese organismo o 
gen y no pueden detectarse aquellos que no tienen la sonda correspondiente (Su et 
al., 2012). 
La técnica de FISH posibilita la identificación filogenética in situ además de 
permitir la visualización de células microbianas individuales mediante hibridación 
de las células con sondas de oligonucleótidos complementarias (Amann et al., 
1995). Las sondas contienen un fluoróforo en el extremo que permite la detección 
de la sonda unida al ADN o ARN de la célula pudiéndolo visualizar con un 
microscopio de epifluorescencia. Además, en el caso de sondas de ADNr 16S la 
intensidad de señal va a estar correlacionada con el contenido de ARNr y las tasas 
de crecimiento bacteriano, que permiten conocer el estado metabólico de las 
mismas (Rastogi & Sani, 2011). 
Las micromatrices o también llamados chips de ADN consisten en el 
marcaje del ADN con un fluoróforo y la puesta en contacto del mismo con la 
micromatriz. La micromatriz contiene hasta decenas de miles de sondas de 
oligonucleótidos compuestas por fragmentos del gen ADNr 16S (como en la 
micromatriz denominada Phylochip (Loy et al., 2002)) o de genes funcionales 
(como en Geochip (He et al., 2007)) (van Elsas & Boersma, 2011). Los 
fragmentos del ADN del suelo que son homólogos a las sondas del chip hibridan 
en sus posiciones complementarias dentro de la micromatriz y después de la 
hibridación, las señales en el chip se analizan digitalmente. De este modo se 
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obtiene información sobre la diversidad en la comunidad, así como también del 
potencial funcional de la misma (van Elsas & Boersma, 2011). 
 
1.7.2.3 Técnicas basadas en la secuenciación de alto rendimiento  
En la pasada década el método de análisis más utilizado para estudiar en 
detalle las comunidades microbianas en muestras ambientales ha sido la clonación 
de los fragmentos individuales del gen 16S ADNr amplificados por PCR, seguida 
de la secuenciación de Sanger (DeSantis et al., 2007, Rosselli et al., 2016). Las 
secuencias obtenidas se comparaban con otras secuencias conocidas en una base 
de datos pública y se asignaban a un filo, clase, orden, familia, subfamilia o 
especie. Las librerías de clones del gen ADNr 16S permiten en un primer 
momento conocer la diversidad en una muestra ambiental e identificar nuevos 
taxones, pero algunos estudios han demostrado que en muestras ambientales de 
suelo se pueden necesitar al menos 40 000 clones para recoger solamente el 50% 
de la riqueza de una muestra (Rastogi & Sani, 2011). Normalmente las librerías de 
clones de 16S contienen unas 1000 secuencias, por lo tanto, reflejan una porción 
pequeña de la diversidad microbiana presente en una muestra. Con la llegada de 
métodos de secuenciación más nuevos y de relativamente bajo coste, se han 
conseguido grandes avances en el análisis de diversidad microbiana (Su et al., 
2012). En los últimos años, el desarrollo de técnicas de secuenciación de alto 
rendimiento o NGS (del inglés Next-generation sequencing) permiten el análisis a 
gran escala de las comunidades microbianas y da lugar a aplicaciones novedosas 
como la metagenómica, que consiste en el estudio del material génico obtenido 
directamente del medio ambiente, sin necesidad de amplificación de un gen o 
genes por PCR, proporcionando información de los microorganismos que están 
presentes en la muestra y de su potencial génico; o la metatranscriptómica que nos 
permite conocer los fragmentos de ARN transcritos presentes en muestras 
ambientales con lo que se consigue una perspectiva de la expresión génica de la 
comunidad y se pueden hacer deducciones sobre la funcionalidad de los genes 
transcritos (Xu, 2006, Lasken, 2007, Poretsky et al., 2009, Su et al., 2012). Las 
plataformas más comúnmente utilizadas en estos estudios de NGS son Roche 454 
sequencing, Illumina (Solexa) sequencing, Ion torrent: Proton / PGM sequencing y 
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SOLiD sequencing. Estás técnicas se convirtieron rápidamente en el método de 
elección en estudios de ecología microbiana ya que permiten secuenciar ADN y 
ARN mucho más rápido y de modo más económico que la técnica utilizada 
anteriormente, la secuenciación de Sanger. En la mayoría de los estudios de 
comunidades microbianas edáficas en los que se emplean técnicas de 
secuenciación masiva, publicados en los últimos años, se recurre al uso de la 
pirosecuenciación o secuenciación 454 (Lauber et al., 2009, Quince et al., 2009, 
Uroz et al., 2010, Nacke et al., 2011, Ding et al., 2012, Zhang et al., 2012, 
Gołębiewski et al., 2014, Lopes et al., 2014, Schreiter et al., 2014, Kim et al., 
2015, Touceda-González et al., 2015, Kuppusamy et al., 2016, Pascual et al., 
2016). 
La pirosecuenciación permite una alta producción de datos en un corto 
período de tiempo, posee una gran precisión, los fragmentos secuenciados son de 
un tamaño mayor que con otras técnicas de NGS (aunque se han hecho avances 
muy importantes en el caso de Illumina (Illumina)) y los costes de la generación 
de datos son relativamente bajos. Esta técnica se basa en seguir la actividad de la 
ADN polimerasa, analizando el pirofosfato liberado durante el proceso de 
incorporación de nucleótidos en una hebra de ADN (Nyrén, 2007). El pirofosfato 
es transformado en ATP, que provoca la emisión de luz en el pocillo de reacción, 
en un proceso catalizado por una luciferasa (Metzker, 2010). El nombre de 
pirosecuenciación se debe al pirofosfato que se libera después de la incorporación 
de nucleótidos. La pirosecuenciación fue la primera alternativa comercial al 
método de secuenciación de Sanger (Ronaghi et al., 1998, Nyrén, 2001). Está 
técnica se puede usar en el análisis de polimorfismos de nucleótido único (SNP), 
secuenciación marcada (tag-sequencing) (hasta 100 bases) y también en la 
secuenciación de genomas completos (Margulies et al., 2005). La 
pirosecuenciación nos permite estudiar ampliamente una comunidad microbiana, 
es decir, desde las especies más abundantes a los microorganismos raros (Liu et 
al., 2007, Roesch et al., 2007). La gran ventaja de la pirosecuenciación es que, 
dado su alto rendimiento y sus pocas limitaciones, se descubren muchas 
secuencias nuevas, aumentado así el conocimiento que tenemos sobre la 
diversidad de las comunidades microbianas en suelo (Elshahed et al., 2008).  
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La pirosecuenciación también presenta algunas limitaciones. Las secuencias 
que se producen son a menudo relativamente pequeñas (máximo 450 bp). El 
método es más propenso a tener errores que los métodos de secuenciación 
anteriores (basado en Sanger) y debido a estos errores son necesarios programas 
para detectarlos a posteriori (Quince et al., 2009). Por último, la gran cantidad de 
datos producidos requerirá de softwares bioinformáticos muy específicos para 
seleccionar y analizar fácilmente las secuencias (van Elsas & Boersma, 2011). De 
estas limitaciones se pone de manifiesto la dificultad para estudiar las 
comunidades bacterianas en su conjunto. Sin embargo, la aplicación de técnicas 
moleculares en este campo supuso un avance importante en el conocimiento de 
estas comunidades. 
 
1.7.2.4 PCR cuantitativa en tiempo real (qPCR) 
En las últimas décadas se ha desarrollado y popularizado la técnica de PCR 
cuantitativa en tiempo real que permite cuantificar con fiabilidad el número de 
copias de un fragmento de ADN de interés presentes en una muestra, aplicando la 
técnica de PCR. La PCR cuantitativa en tiempo real (qPCR) es una herramienta 
altamente sensible capaz de cuantificar el producto de una reacción de PCR y 
relacionar este con el número de copias de ADN molde al inicio de la reacción. La 
cuantificación se realiza por medio de marcadores de fluorescencia presentes en la 
reacción de amplificación. El marcador fluorescente más comúnmente utilizado es 
el SYBR Green I, este posee la capacidad de intercalarse en la doble hélice de 
ADN de modo que, a medida que progresa la reacción de PCR y se genera mayor 
cantidad de ADN de doble cadena aumenta la fluorescencia (Thermo-Scientific). 
Además de reactivos que generan fluorescencia al intercalarse en ADN de doble 
cadena, también se emplean sondas que portan fluoróforos (sondas TaqMan, 
oligobalizas, etc.) que al hibridar con el fragmento objeto de estudio emiten 
fluorescencia. La señal emitida durante el desarrollo de la reacción de PCR se 
cuantifica y de este modo se puede detectar la fase exponencial de la reacción de 
PCR, fase en la que el primer incremento significativo en la cantidad de producto 
de PCR se correlaciona con el número de copias de ADN molde de la muestra. El 
incremento significativo de la fluorescencia se detecta antes cuanto mayor es el 
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número de copias de ADN molde en la muestra. Para la cuantificación se preparan 
rectas de calibrado con ADN de referencia (Bustin et al., 2012). En estudios 
edáficos la qPCR se emplea para la cuantificación de genes tales como ADNr 16S 
(para cuantificar las bacterias del suelo) o de genes funcionales como amoA, nirK, 
nir S, etc (van Elsas & Boersma, 2011, Bustin et al., 2012) 
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                                                                                                                  Objectives 
Soil microorganisms are key players in biogeochemical cycles of trace 
elements (TE), decomposition and mineralisation of organic matter and organic 
pollutants, stabilisation of soil structure, etc., and are therefore essential for the 
correct functioning of soil ecosystems. The study of microbial communities 
associated with plants, especially of the microorganisms present in the 
rhizosphere, has increased markedly in the last decade. The rhizosphere, defined 
as the portion of soil directly influenced by the root activity, is characterised by 
physicochemical properties which differ from the surrounding soil and hosts 
specific microbial communities that are influenced by both the soil type and the 
plant. Rhizodeposits, mainly as root exudates, serve as signalling molecules and 
constitute an important source of energy and nutrients which affect the indigenous 
soil microbial populations and shapes the structure and function of the rhizosphere 
microbial community. Rhizosphere microbial communities are therefore 
dependent on the plant species but also on the subspecies or ecotype. 
Microorganisms inhabiting the rhizosphere are particularly important for plant 
establishment and growth and play important roles in nutrient and mobilisation, 
control of pathogens, improving resistance to stress, etc. 
The work carried out in this thesis was focused on the study of microbial 
communities in the rhizosphere of plants growing in soils naturally enriched or 
contaminated in TE. TE are present in most soils in very low concentrations; 
however, in some areas, as in ultramafic soils, the concentration of some elements, 
such us Ni, Cr and Co, is naturally high because of the particular composition of 
the underlying ultramafic rocks. Plants have developed different strategies to cope 
with such naturally high metal concentrations: (hyper)accumulation (absorption 
and concentration in aboveground part of plants of large amounts of metals such 
as Ni and exclusion (reducing translocation of heavy metals to the aerial part) are 
opposing strategies to deal with the high metal concentrations in soils. In the 
ultramafic soils of the Iberian Peninsula examples of these two contrasting 
strategies can be found in two Ni-hyperaccumulating subspecies of Alyssum 
serpyllifolium (lusitanicum and malacitanum) and the metal-excluder Dactylis 
glomerata. Most of the published studies on the bacterial communities associated 
with hyperaccumulating plants has focused on culturable bacteria, which are 
known to represent only a minor fraction of  soil bacterial communities. Moreover, 
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comparative studies analysing the rhizosphere microbiota of metal 
hyperaccumulators and excluders are scarce. Metal hyperaccumulators are of 
special interest for their use in phytoextraction or phytomining techniques. The 
detailed characterisation of the microorganisms inhabiting their rhizosphere and 
the comparison with those in the rhizosphere of non-accumulating plants can offer 
useful information for improving phytoextraction efficiency. 
On the other hand, contaminated soils with high levels of TE due to 
anthropogenic activity are a worldwide problem. The treatment of this 
contaminated soil is necessary to prevent metal transfer to the food chain and to 
other ecosystem compartments. Among the remediation techniques used for this 
purpose, phytoremediation approaches based on the use of plants and their 
associated microorganisms can be applied to extensive areas and allows for the 
improvement or restoration of soil fertility and ecosystem functions. Depending on 
the characteristics of the site and the TE present, phytoremediation can be 
implemented to remove the contaminants via plant uptake (phytoextraction) using 
metal hyperaccumulators or high biomass-producing metal-accumulating plants or 
to immobilise metals (phytostabilisation) using metal-tolerant and often excluder 
plants (frequently in combination with soil amendments).  
Soil microorganisms are very sensitive to changes in soil properties induced 
by contamination management. The study of microbial communities in 
phytomanaged sites is of great importance for monitoring the progress of the 
remediation and the improvement of soil properties and functionality. 
The overall objectives of this thesis were i) to characterise and compare the 
bacterial communities associated with Ni-hyperaccumulating and metal excluding 
plants growing in ultramafic soils naturally enriched in TE and, ii) to analyse 
bacterial communities in soils contaminated with TE and treated with 
phytoremediation strategies. On one hand, the work planned aimed to obtain 
information about bacteria potentially involved in the mechanisms of TE (hyper)
accumulation and/or exclusion and, on the other hand, to study the relationships 
between the bacterial communities and the changes induced in soil properties by 
phytomanagement. To achieve these objectives, the following studies were carried 
out in two different scenarios:  
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Scenario 1. Soils naturally rich in trace metals: Ultramafic soils. 
 
The objective of the first study (Chapter 3) was to characterise and compare 
the bacterial communities in non-vegetated soil with rhizosphere bacterial 
communities associated with either the Ni-hyperaccumulating subspecies of 
Alyssum serpyllifolium (subsp. lusitanicum and subsp. malacitanum) or the metal-
excluder Dactylis glomerata growing in different ultramafic soils of the Iberian 
Peninsula. The study was carried out in four serpentine areas of the Iberian 
Peninsula (Barazón, Morais, Samil and Sierra Bermeja) and the bacterial 
communities were studied using a culture-independent method, the denaturing 
gradient gel electrophoresis (DGGE) of PCR-amplified 16S rRNA gene fragments. 
The PCR amplification addressed the total bacterial community and three bacterial 
groups (Alphaproteobacteria, Actinobacteria and Streptomycetaceae). Prominent 
DGGE bands of interest were excised, cloned and sequenced to identify relevant 
members of the bacterial communities analysed. 
 
The following study (Chapter 4) aimed to further characterise the bacterial 
community in the rhizosphere of the two Ni- hyperaccumulating subspecies, A. 
serpyllifolium subsp. lusitanicum and A. serpyllifolium subsp. malacitanum. For 
this purpose, rhizosphere soil samples of the two Ni-hyperaccumulating plant 
subspecies and of non-vegetated soil were collected in two serpentine areas of the 
Iberian Peninsula (Barazón and Sierra Bermeja). The rhizosphere bacterial 
communities were characterised using two culture independent techniques, DGGE 
fingerprinting and 454 pyrosequencing of 16S rDNA bacterial fragments. 
Additonally, the copy number of the gene nccA  coding a subunit of a bacterial 
extrusion pump associated with tolerance to Cd, Co and Ni (nccA ) was quantified 
by qPCR. 
 
The study presented in Chapter 5 was designed to analyse the bacterial 
colonisation of the rhizosphere of the two Ni-hyperaccumulating subspecies of 
Alyssum serpyllifolium, and of the Ni-excluder Dactylis glomerata. For this 
purpose, seedlings of A. serpyllifolium subsp. lusitanicum and subsp. malacitanum 
and of Dactylis glomerata were transplanted into pots filled with sterile substrate 
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enriched with ultramafic rock. During plant growth, the substrate was colonised by 
microbiota from underlying fresh ultramafic soil. The bacterial communities in 
planted and non-planted substrates were analysed by 16S rDNA PCR-DGGE of 
fragments amplified from the total bacterial community as well as from 
Alphaproteobacterial, Actinobacterial and Streptomycetaceae communities. The 
densities of heterotrophic bacteria and of Ni-tolerant bacteria were also determined 
using culture dependent methods. 
 
Scenario 2. Soils contaminated by human activities 
 
Finally, in Chapter 6 the effect of phytomanagement on the microbial community 
structure, diversity and activity was investigated in six TE contaminated sites 
across Europe where different phytoremediation options were implemented. These 
sites have been managed for at least eight years using phytoextraction, aided 
phytostabilisation, and in situ stabilisation/phytoexclusion. The microbial 
community was investigated by applying 16S rDNA PCR-DGGE, and qPCR was 
used to quantify the copy number of genes involved in key processes of the soil N 
cycle (ammonia oxidation and denitrification). Moreover, the microbial biomass 








BACTERIAL COMMUNITIES IN THE RHIZOSPHERE 
OF DIFFERENT POPULATIONS OF THE NI-HYPERACCUMULATOR 
Alyssum serpyllifolium and the metal-excluder 
Dactylis glomerata growing in ultramafic soils. 
 ABSTRACT 
Ultramafic soils are characteristically deficient in nutrients, present low Ca/
Mg ratios and high concentrations of trace elements (TE), and often support a unique 
flora. (Hyper)accumulation and exclusion are among the plant mechanisms 
developed to cope with excess metal concentrations. Hyperaccumulating plants are 
particularly interesting because of their potential application in phytoextraction. The 
present study used DGGE analysis of 16S rRNA gene fragments of the total bacterial 
community and of Alphaproteobacteria, Actinobacteria and Streptomycetaceae to 
carry out a comparative study on bacterial communities in non-vegetated soils and in 
the rhizosphere of two subspecies of the Ni-hyperaccumulator Alyssum serpyllifolium 
and of the Ni-excluder Dactylis glomerata growing in four serpentinitic sites of the 
Iberian Peninsula. 
The rhizosphere bacterial communities were significantly different from 
communities in non-vegetated soils; this was observed in the four studied sites and at 
different taxonomic levels. Differences were generally more pronounced for 
Alphaproteobacteria and Actinobacteria than for the total bacterial community. 
Moreover, the rhizobacterial communities associated with the hyperaccumulators 
and excluder plants also differed significantly. The dissimilarities were maximal in 
the case of Alphaproteobacterial communities. The CCA results indicate that in the 
non-vegetated soil the Alphaproteobacteria, Actinobacteria and Streptomycetaceae 
communities are significantly influenced by intrinsic soil properties (such us total Ni 
or organic C content) while in the rhizosphere soil these factors were replaced by 
parameters related to nutrient availability (CEC or K availability) or, in the case of the 
excluder, the TE availability. The sequences of bands characteristic of Alyssum 
rhizosphere DGGE profiles indicated that Actinobacteria of the family 
Geodermatophilaceae (genera Blastococcus, Geodermatophilus, or Modestobacter) 
and of genera Rhodococcus and Pseudonocardia, as well as Alphaproteobacteria of 
genera Devosia and Hyphomicrobium are likely relevant members of the 
rhizobacterial community associated with this hyperaccumulator. 
 
 
The manuscript of this study is in preparation for submission: 
Touceda-González M, Kidd PS, Smalla K, Prieto-Fernández A 2018 Bacterial 
communities in the rhizosphere of different populations of the Ni-
hyperaccumulator Alyssum serpyllifolium and the metal-excluder Dactylis 




Ultramafic soils are characterised by low nutrient and organic matter contents, 
low Ca/Mg ratios, and high concentrations of trace elements. These soils constitute a 
hostile environment for plant growth and often support a unique flora with particular 
adaptations, such as mechanisms for (hyper)accumulation of trace elements (such as 
Ni). The study of the rhizobacterial communities associated with hyperaccumulating 
species is particularly interesting because of their potential role in the Ni-resistance and 
Ni-hyperaccumulation processes. In this study the diversity and structure of the 
rhizosphere bacterial communities of two Ni-hyperaccumulating subspecies of Alyssum 
serpyllifolium (endemic to the Iberian Peninsula) and of non-vegetated soil were 
characterised. The abundance of a gene coding Ni-Co-Cd extrusion pumps was also 
determined. The bacterial communities from all studied soils were dominated by 
Actinobacteria, Proteobacteria, Acidobacteria, Bacteroidetes, Gemmatimonadetes and 
Firmicutes. At high taxonomic level several of the most abundant bacterial taxa were 
significantly enriched in the rhizosphere of the two populations of Alyssum studied 
(Acidobacteria group 10, Bacteroidetes and Alphaproteobacteria) while other taxa 
showed a significantly higher abundance in non-vegetated soils (Acidobacteria group 1 
and Firmicutes). At the family and genus level, the rhizosphere of both populations of 
Alyssum was remarkably enriched in members of Blastococcus, Pseudonocardia, 
Methylobacterium and of the Rhodobacteraceae family. Conversely, in the non-
vegetated soils the relative abundance of OTUs affiliated to Cohnella, Paenibacillus and 
Anaeromyxobacter was higher than in the rhizosphere of Alyssum.  
The bacterial communities in the two ultramafic sites analysed showed 
significant differences and these were more pronounced in the non-vegetated soils than 
in the rhizosphere. The relative abundance of Acidobacteria and Actinobacteria was 
higher in Barazón than in Sierra Bermeja and the opposite was observed for Firmicutes 
and Alphaproteobacteria. At a lower taxonomic level the main differences between the 
sites analysed was the enrichment in Oxalobacteriaceae and in members of the 
Actinobacterial genus Illumatobacter  in Sierra Bermeja. The rhizosphere soil presented 
a high  abundance of nccA gene copy numbers which is related to bacterial resistance to 
Cd, Ni or Co. 
SOIL AND RHIZOSPHERE BACTERIAL 
C O M M U N I T I E S  A S S O C I A T E D  W I T H                                        
Ni-hyperaccumulating populations of                                 
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Ultramafic soils, characterized by low levels of some nutrients, low Ca/Mg ratios 
and high concentrations of trace elements (TE), often support a unique flora. (Hyper)
accumulation  and  exclusion  are  contrasting  plant  mechanisms  which  have  been 
developed to cope with excess TE. Hyperaccumulator plants are of particular interest 
because of their potential application in phytoextraction or phytomining techniques. 
Plant roots act selectively on the composition and structure of the microbial community 
in their vicinity. Bacteria associated with hyperaccumulators have been suggested to 
influence metal mobility, thus also affecting plant metal uptake and accumulation.  
The objective of this study was to compare the bacterial community initially 
colonising the rhizosphere of Ni-hyperaccumulating subspecies of Alyssum serpyllifolium 
with that of the Ni-excluder Dactylis glomerata. For this, young plants were transplanted 
to a sterile substrate enriched with ultramafic rock. During plant growth, the substrate 
was colonised by  microbiota from the underlying fresh ultramafic  soil.  Bacterial 
community structure of planted and non-planted (control) substrates were analysed by 
16S rRNA DGGE targeting Bacteria, Alpha- and Betaproteobacteria, Actinobacteria and 
Streptomycetaceae. The densities of heterotrophic bacteria and of Ni-tolerant bacteria 
were also determined using culture dependent methods. 
Plants did not have significant effects on the culturable heterotrophic bacterial 
densities in the rhizosphere. However, the hyperaccumulator hosted a significantly 
higher density of Ni-tolerant bacteria in the rhizosphere compared to the Ni-excluder or 
control substrate. DGGE analysis of the total bacterial community and of specific groups 
revealed significant differences between control and planted substrates and between 
the  rhizosphere  soils  of  Alyssum  and  Dactylis.  Some  separation  of  rhizosphere 
fingerprints was also detected amongst the hyperaccumulating subspecies. A band from 
an organism phylogenetically related to Gemmatimonas aurantica was detected in the 
rhizosphere of Alyssum subspecies. 
BACTERIAL COMMUNITIES COLONISING THE 
RHIZOSPHERE OF THE NI-HYPERACCUMULATOR                 
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Gentle remediation options (GRO) are based on the combined use of plants, 
associated microorganisms and/or soil amendments, which can potentially restore 
soil functions and quality. We studied the effects of three GRO [aided 
phytostabilisation, in situ stabilisation and phytoexclusion, and (aided) 
phytoextraction] on the soil microbial biomass and respiration, the activities of 
hydrolase enzymes involved in the biogeochemical cycles of C, N, P, and S, and 
bacterial community structure of trace element contaminated soils (TECS) from six 
field trials across Europe. Community structure was studied using denaturing 
gradient gel electrophoresis (DGGE) fingerprinting of Bacteria, Alpha- and 
Betaproteobacteria, Actinobacteria and Streptomycetaceae, and sequencing of 
DGGE bands characteristic of specific treatments. The number of copies of genes 
involved in ammonia oxidation and denitrification were determined by qPCR.  
Phytomanagement increased soil microbial biomass at three sites and respiration at 
the Biogeco site (France). Enzyme activities were consistently higher in treated soils 
compared to untreated soils at the Biogeco site. Phytomanagement induced shifts in 
the bacterial community structure at both, the total community and functional group 
levels, and generally increased the number of copies of genes involved in the N cycle 
(nirK, nirS, nosZ, and amoA). The influence of the main soil physico-chemical 
properties and trace element availability were assessed and eventual site-specific 
effects elucidated. Overall, our results demonstrate that phytomanagement of TECS 
influences soil biological activity in the long term. 
MICROBIAL COMMUNITY STRUCTURE AND 
ACTIVITY IN TRACE ELEMENT-CONTAMINATED SOILS 
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J, Mench M, Müller I, Neu S, Puschenreiter M, Siebielec G, Vangronsveld J, Kidd 
PS  2017 Microbial community structure and activity in trace element-
contaminated soils (phyto)managed by Gentle Remediation Options (GRO). 
Environmental pollution 231: 237-251. 
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6.1 Introduction 
Trace elements (TE), both metals and metalloids, are among the most 
frequently occurring soil contaminants at polluted sites across Europe (EEA, 
2014). Excess TE concentrations have been identified by the European 
Commission (EC) as one of the eight major threats to European soils in line with 
food safety, animal and human health, and ecosystem services (COM, 2002). TE 
accumulation in soil has negative impacts on key ecological functions such as soil 
organic matter (SOM) decomposition, nutrient mineralization and specific groups 
of soil microorganisms (D'Ascoli et al., 2006, Gomes et al., 2010). Gentle soil 
Remediation Options (GRO) have been developed to (phyto)manage trace element 
contaminated soils (TECS) (Kidd et al., 2015). GRO include in situ stabilisation 
(inactivation) and plant-based (generally termed phytoremediation) options, and 
refer to technologies which decrease the labile (bioavailable) pool and/or total 
content of TE in the soil. These techniques are mainly based on the use of plants 
and soil microorganisms, also aided by organic or inorganic amendments and soil 
management, which effectively reduce pollutant linkages associated with TECS 
while preserving the soil resource, and restoring the soil microbial diversity and 
ecological functions (Vangronsveld et al., 2009). Phytoextraction aims to remove 
the most labile TE fractions from soils through their uptake and accumulation in 
harvestable plant parts, whereas (aided) phytostabilisation aims to establish a 
vegetation cover and progressively promote in situ inactivation of metal(loid)s by 
combining the use of TE-excluding plants sequestering high TE concentrations in 
their roots and soil amendments (Mench et al., 2009, Vangronsveld et al., 2009, 
Mench et al., 2010). In TE-contaminated agricultural soils, risks of TE transfer 
through the food web can be minimised through the use of in situ stabilisation 
combined with phytoexclusion. Soil amendments and excluder-phenotype crops 
are used to restore and provide security for plant production and decrease TE 
transfer to humans, animals or the ecosystem to common requirements (Friesl-
Hanl et al., 2009).  
Numerous studies have shown a reduction in the density, metabolic activity 
and diversity of microbial communities after long-term exposure to TE (Giller et 
al., 1998, Kozdrój & van Elsas, 2000, Lorenz et al., 2006, Renella et al., 2006). 
Metal(loid)s in excess typically induce a shift in species composition and the 
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selection of TE-tolerant bacteria (Giller et al., 1998, Kelly et al., 1999, Mertens et 
al., 2006, Pereira & Castro, 2014). Soil hydrolase enzyme activities are related to 
the mineralisation of nutrients and are highly sensitive to excess concentrations of 
soluble TE. They have been recommended as biochemical indicators for assessing 
evolution in soil quality during the remediation of TECS (Renella et al., 2006, 
Renella et al., 2011). Rapid positive responses of soil microbial activity and 
diversity in TECS cultivated with various pseudo-metallophytes and (hyper)
accumulator plants have been reported (Epelde et al., 2012, Xue et al., 2015). 
Trace elements can have different impacts on specific groups of soil 
microorganisms (Gomes et al., 2010), but the long term effects of various soil 
phytomanagement options on these have been less studied; indeed, the activity and 
composition of the soil microbial communities are key points for a full ecological 
restoration of TECS due to their role in nutrient cycling and availability (e.g. N, P) 
to plants. Within the N cycle, nitrification and denitrification are known to be 
sensitive soil microbial processes to excessive metal(loid) exposure (Gremion et 
al., 2004, Broos et al., 2005, Mertens et al., 2009, Coppolecchia et al., 2011, Liu 
et al., 2014). Trace metal toxicity can reduce soil nitrification rates through 
negative effects on the diversity of amo genes and ammonia monooxygenase 
activity and consequent inhibition of ammonia oxidation rates (Broos et al., 2005, 
Park & Ely, 2008, Liu et al., 2014). Nitrification in soil is performed by both 
ammonia-oxidising bacteria and ammonia-oxidising archaea (AOB and AOA), 
but, to date, knowledge on the relative contributions of these two groups to N 
cycling in TECS under phytomanagement is poor.  
The analysis of soil microbial community structure and functional activity 
can provide indications concerning the effectiveness of soil remediation practices 
and their long-term environmental sustainability. The aim of this study was to 
analyse the bacterial community structure, the diversity and number of copies of 
genes involved in key processes of the soil N cycle (ammonia oxidation and 
denitrification) and the microbial biomass and several enzymatic activities of soil 
from six TECS across Europe. Sites have been managed from mid- to long-term 
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6.2 Material and methods 
 
6.2.1 Sites and soil sampling procedure 
Soil samples were collected from untreated and treated plots of six European 
field trials in the EU GREENLAND project (FP7-KBBE-266124). Site conditions 
and soil physicochemical properties are presented in Table 6.1, 6.2, 6.3 and 6.4 
(and also in (Kumpiene et al., 2014)). At each site, three to five replicate soil 
samples were collected from the upper 20 cm layer per treatment (Table 6.1). 
Fresh soil samples were sieved to <2 mm and stored at 4 ºC for biochemical 
analyses or at -60 ºC until DNA extraction and molecular analyses.  
 
6.2.2 Soil respiration, microbial biomass and enzyme activity  
For measurement of soil respiration, samples of 10 g were incubated for 24 
h at 25°C in 1 L air tight jars provided with a three-way valve for headspace gas 
sampling. The CO2-C concentration was determined by gas chromatography 
(Blackmer & Bremner, 1977). Soil microbial biomass was estimated by measuring 
the ATP content according to Ciardi and Nannipieri (1990). Arylesterase activity 
was determined as described by Zornoza et al. (2009). Acid and alkaline 
phosphomonoesterase activities were assayed according to Tabatabai and Bremner 
(1969), and phosphodiesterase activity as reported by Browman and Tabatabai 
(1978). Arylsulfatase and β-glucosidase activities were determined according to 
Tabatabai (1982). All hydrolase activities were determined at 37 °C for 1 h, 
followed by centrifugation at 6000 x g at 4 °C. Concentrations of p-nitrophenol (p-
NP) produced in the assays of arylesterase, acid and alkaline 
phosphomonoesterase, phosphodiesterase, arylsulfatase and β-glucosidase were 
determined by spectrophotometry (Lambda 2, Perkin Elmer) at 400 nm. Urease 
activity was determined according to Nannipieri et al. (1974), and the released 
NH4
+-N was extracted with 1M KCl and quantified by spectrophotometry at 660 
nm after reaction with the Nessler reagent. Protease activity was determined using 
Na-caseinate as a substrate for 2 h at 50°C. Aromatic amino acids released during 
the assay were measured spectrophotometrically at 700 nm using the Folin– 
Ciocalteu reagent and the protease activity was expressed as mg of tyrosine per kg 
of soil per h-1 using standard tyrosine solution for calibration. Biochemical soil 
properties were analysed by the group of Prof. Dr. Renella in the University degli 
studi di Firenze. 
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6.2.3 Microbial community structure 
Total soil DNA was extracted using the FastDNA®SPIN Kit for soil 
(BIO101, Vista, CA). Briefly, 0.5 g of soil were treated with sodium phosphate 
buffer, TM buffer and PCI (Phenol-Chloroform-Isoamyl alcohol, 25:24:1 (v/v)) 
prior to three bead beating cycles (FastPrep FP120 disrupter, QBiogene, Irwine, 
CA). Pooled supernatants were extracted twice with PCI and once with chloroform
-isoamyl (24:1 v/v) and thereafter the extraction continued according to the 
manufacturer instructions. DNA was further purified in low-melt agarose plugs 
(DNA: 1.6% agarose), which were submerged in TE buffer to allow the diffusion 
of inhibiting substances. 
Amplification of 16S rRNA gene fragments of Alpha- and 
Betaproteobacteria, Actinobacteria and Streptomycetaceae was carried out using 
a (semi)-nested PCR approach. In the first PCR round group-specific primers were 
used (listed in Table 3.2 in the Chapter 3 of this thesis). In the second PCR round, 
the amplified PCR fragments were re-amplified using the bacterial primer pair 
F984GC/R1378 targeting the variable regions V6 to V8 of the 16S rRNA gene 
Table 6.2. Physicochemical properties of the untreated and treated soils of the 
Biogeco field site (France) where aided-phytoextraction and aided-phytostabilisation 
were implemented. Values are means ± standard deviation (n=3). 
 
Site Biogeco 
Treatment BIO_UNT BIO_OMZ BIO_OMDL 
pHH2O 7.8±0.1 7.5±0.0 7.1±0.0 
pHKCl 6.5±0.1 6.3±0.1 6.4±0.0 
Available P (µg g-1) 15.2±1.5 21.2±1.5 29.0±1.9 
CEC (cmolc  kg
-1) 7.7±3.3 6.1±0.6 6.4±0.3 
C (g kg-1) 8.4±0.5 16.7±2.9 15.4±1.0 
N (g kg-1) 0.5±0.0 1.0±0.1 0.9±0.0 
C/N 15.9±0.2 17.4±0.6 16.7±0.8 
Pseudo-total and available Cu concentrations (mg kg-1) 
CuT (mg kg
-1) 1259±379 1861±40 1139±163 
CuH2O (mg kg
-1) 0.5±0.1 0.3±0.2 0.7±0.0 
CuEDTA (mg kg
-1) 893.5±99.6 865.3±8.6 718.0±31.5 
CuNH4NO3 (mg kg
-1) 19.1±4.8 5.9±0.6 5.6±0.3 
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(Table 3.2, Chapter 3). Primer pair F984GC/R1378 was also used in a non-nested 
approach to amplify 16S rDNA fragments of the total bacterial community. For 
the first PCR round a Hot Start Taq was used. The reaction mixture (50 µL) 
contained 2 μL DNA extract 1:10 diluted, 1.25 Units TrueStart Taq DNA 
Polymerase (Fermentas), 1x TrueStart Taq Buffer, 0.1 mM of each dNTP, 0.1 μM 
of each primer, 2.5 mM MgCl2, 4% (v/v) DMSO and 1.25 μg/mL BSA. In the 
second PCR round, the reaction mixture (50 μL) contained 2 μL PCR product of 
the first reaction, 1.25 units DreamTaq Polymerase (Fermentas), 1x DreamTaq 
Buffer, 0.1 mM of each dNTP and 0.2 μM of each primer. Thermal cycling 
conditions for each bacterial group are listed in Table 3.2 in the Chapter 3.  
Table 6.3. Physicochemical properties of the untreated and treated soils at 
sites where phytoextraction was implemented. Values are means ± standard 
deviation (n=3).  
Site Freiberg Högbytorp* Lommel 
Treatment FREI_UNT FREI_S HÖG_UNT HÖG_S LOM_UNT LOM_S 
pHH2O 6.0±0.2 6.1±0.1 6.9±0.1 7.4±0.1 6.8±0.1 6.8±0.4 
pHKCl 5.3±0.4 5.4±0.5 5.8±0.1 6.5±0.1 6.0±0.5 5.7±0.1 
Available P (µg g-1) 29.3±4.7 16.1±5.7 21.6±10.3 48.8±1.3 59.4±5.1 52.5±7.3 
CEC (cmolc  kg
-1) 9.2±2.0 8.4±1.4 23.5±2.0 31.4±1.5 6.4±0.3 6.2±1.0 
C (g kg-1) 2.7±0.5 2.1±0.4 34.5±0.9 54.0±2.7 22.0±0.2 19.0±1.7 
N (g kg-1) 0.2±0.0 0.2±0.0 2.2±0.3 3.5±0.3 0.8±0.0 0.8±0.2 
C/N 12.1±0.9 12.5±1.6 15.8±1.8 15.6±1.9 28.7±0.7 24.4±3.0 
Pseudo-total metal concentration (mg kg-1) 
AsT 128.3±18.1 122.0±11.9 --- --- --- --- 
CdT 3.4±0.4 3.1±0.3 0.3* 0.2* 10.9±0.9 8.9±1.1 
CrT --- --- 45.2* 36.5* --- --- 
PbT 301.6±53.3 335.6±60.1 --- --- 238.3±19.6 182.4±37.2 
ZnT --- --- 123.7* 95.1* 682.1±64.4 579.8±61.4 
EDTA-extractable metal concentration (mg kg-1) 
AsEDTA 1.0±0.1 1.2±0.3 --- --- --- --- 
CdEDTA 1.8±0.1 1.9±0.1 0.4±0.5 0.2±0.0 6.2±0.4 5.0±0.2 
PbEDTA 165.2±4.9 195.8±22.6 --- --- 203.5±20.3 151.2±4.1 
ZnEDTA --- --- 3.3±1.5 2.4±0.0 308.8±22.9 248.2±6.8 
     
*No replicates available 
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Denaturing gradient gel electrophoresis (DGGE) was performed using a 
phorU2 apparatus (Ingeny, Goes, The Netherlands). A double gradient (acrylamide 
and denaturant) was used for both community and group-specific 16S rRNA gene 
fragment separation. The gradient was composed of 46.5 to 65.0% of denaturant 
(100% denaturant corresponds to 7 M urea and 40% (v/v) formamide) and 6.2 to 
9.0% acrylamide (Gomes et al., 2005). The gels were run in 1× TAE buffer at a 
constant voltage of 140 V for 17 h at 58°C, and then stained following a 
conventional silver staining procedure. A marker composed of 16S rRNA gene 
fragments of 7 previously isolated bacterial strains was used. 
DGGE bands of interest were excised and sequenced. Band sequences were 
aligned and compared with those of bacterial type strains using the tools available 
in the ribosomal database project (Cole et al., 2014), except in the case of 
sequences < 200 bp which were compared with those in public databases using 
blast algorithm. Band sequences are available in the EMBL-EBI database 
(www.ebi.ac.uk) under the accession numbers given in Table 6.5. 
Table 6.5. Phylogenetic affiliation and origin of the excised DGGE gel bands. 
DGGE 
source 




          Biogeco 
Beta OMDL Herbaspirillum sp. 98 AB094401 BIOGECO1 
Beta OMDL Sequence identical to Biogeco 3   DQ256728 BIOGECO2 
Beta OMZ Chitinimonas sp. 97 DQ256728 BIOGECO3 
Actino OMDL Streptomyces prunicolor 100 DQ026659 BIOGECO4 
Actino OMZ Amycolatopsis tolypomycina 100 AJ293757 BIOGECO5 
Actino OMZ Mycobacterium sp. * 90 AF480599 BIOGECO6 
          Piekary 
Alpha LB Hyphomicrobium  sp. 96 AB543807 PAS 1 
Alpha LB+LL Hyphomicrobium sp.* 97 Y14303 PAS 2 
Actino HB+HL Streptomyces sp.* 99 NR112457.1 PAS 3 
Actino HB+HL Skermania sp.* 90 Z35435 PAS 4 
Strepto UNT Streptomyces arenae 100 AJ399485 PAS 5 
Strepto UNT Streptomyces galbus 100 X79852 PAS 6 
Strepto LB Streptomyces ciscaucasicus 100 AB184208 PAS 7 
Strepto HB+HL Streptomyces umbrinus* 99 EU834344.1 PAS 8 
          Arnoldstein 
Strepto GS+RM Streptomyces cyaneus 99 AF346475 ARN1 
* For sequences <200bp, closest sequence in public databases is indicated. Percentage shown 
correspond to identity calculated with BLAST 
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6.2.4 Quantitative PCR analysis of genes nirK, nirS, nosZ and amoA 
genes 
The abundance of the genes nirK and nirS (Cu and cytochrome cd1 
containing nitrate reductase genes, respectively), nosZ (N2O reductase gene) and 
amoA genes (both bacterial and archaeal ammonia monooxygenase) was assessed 
by quantitative PCR (qPCR). qPCR amplification reactions were carried out with 
5x HOT FIREPol® EvaGreen® qPCR Mix Plus (no ROX) master mix (Solis 
ByoDyne) on a Bio-Rad iQ5 Real Time PCR machine (Bio-Rad Laboratories Inc., 
Hercules, CA). An oligonucleotide primer concentration of 100 nM was used to 
amplify nirK, nosZ and bacterial amoA genes and 500 nM to amplify nirS and 
archaeal amoA  genes. The degenerated primers and PCR cycling conditions used 
for the quantification of the different genes are given in Table 6.6. Aliquots of 
DNA from all soil samples studied were pooled and used as a template for primer 
evaluation. PCR products, with the expected size, were cloned with a StrataClone 
PCR Cloning Kit (Agilent Technologies,  Santa Clara, CA, United States) and 15 
positive clones per gene were sequenced to verify that the amplified fragment 
corresponded to the target genes (LGC genomics, Belin, Germany). Cloned 
fragments of each gene were used as standards for preparing calibration curves for 
quantification as follows. PCR products from cloned fragments were purified with 
the kit MSB® Spin PCRapace (Stratec molecular, Berlin, Germany), quantified 
with NanoDrop 1000 (Thermo Scientific, Wilmington, USA) and the gene copy 
numbers were calculated with scienceprimer (http://scienceprimer.com/copy-
number-calculator-for-realtime-pcr). Ten-fold serial dilutions of each PCR product 
were prepared and used to generate the qPCR standard curve. 
The quantification of genes in soil samples was carried out with 4 μL of 
1:40 diluted soil DNA added to the PCR master mix in 96 well plates. Negative 
controls without DNA template were included in all plates. Melting curves were 
evaluated to confirm the purity of the amplified products. Results are presented as 












































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































6.2.5 Data analysis 
Differences between treatments in soil respiration, microbial biomass, 
enzyme activities, and the abundance of nitrification and denitrification genes 
were assessed using the Students t-test for independent means (Freiberg, 
Högbytorp and Lommel) and a one-way analyses of variance (ANOVA) followed 
by a multiple comparison of means using the post-hoc Least Significance 
Difference (LSD) Fisher test (Arnoldstein, Biogeco and Piekary). The statistical 
analysis was performed using STATISTICA 6 for Windows (StatSoft Inc., Tulsa, 
Oklahoma). 
Analysis of DGGE profiles was performed using the GelCompar II 
program, version 6.0 (Applied Maths, Ghent, Belgium). The pairwise similarities 
of lanes were calculated for each gel using the Pearson correlation coefficient. 
Similarity matrices were used for cluster analysis by the unweighted pair-group 
method using average linkages (UPGMA). The statistical significance of the 
clusters was tested by a permutation test (Kropf et al., 2004). Canonical 
Correspondence Analysis (CCA) were performed using the CANOCO 5 software 
(Microcomputer Power, USA) to relate DGGE fingerprinting or the abundance of 
nitrification and denitrification genes with physico- and bio-chemical soil 
properties (explanatory variables). Explanatory variables included in both CCA 
analyses were selected by manual forward selection including the permutation test 
(Monte Carlo permutations test). All the soil properties and biochemical and 
microbiological parameters for which the null hypothesis was excluded (P <0.05) 
were included in the ordination. The DGGE bands which were best explained by 
the model (FitE values >75%) are represented in the CCA ordination plots and 
indicated in the DGGE dendrograms. 
Bacterial diversity indices were calculated: richness (S) was the number of 
bands in each lane, and the Shannon-Wiener index (H’) was calculated as H´=-∑ 
PilogPi (Shannon, 1948), where Pi of each band was ni/N (ni is the peak area of a 
band and N is the sum of all peak areas in the densitometric curve). Evenness (E) 
was calculated as E= H’/H’max, where H’max=log S (Pielou, 1969). Only those 
bands with a peak area exceeding 7.0 % of the strongest band in each lane (after 
normalization of the gels) were included for the calculation of diversity indices. 
Differences in H’ and E were assessed using a Students t-test as above. Richness 
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indices were analysed using the Mann-Whitney U test. The statistical analysis was 
performed using STATISTICA 6 for Windows (StatSoft Inc., Tulsa, Oklahoma). 
6.3 Results 
6.3.1 Soil ATP content, respiration and enzyme activities 
The ATP contents for the Biogeco, Lommel and Freiberg sites significantly 
increased (P <0.05) in the phytomanaged soils (by 1.3- to 3.4-fold). In contrast, the 
ATP content for the Högbytorp site was significantly lower in the phytomanaged 
soil (by 1.3-fold; P <0.05) (Figure 6.1). Soil basal respiration was only 
significantly increased in the Biogeco soils under aided phytostabilisation (OMZ) 
and aided phytoextraction (OMDL) (Figure 6.1).  
The effects of phytomanagement on the soil enzyme activities were 
generally site-specific. In the Biogeco phytomanaged soils, all soil enzyme 
activities increased, with the largest differences for urease and arylsulfatase 
activities (Figure 6.2). For the soils under phytoextraction with short rotation 
coppice (SRC), significant increases (P <0.05) were observed for the acid and 
alkaline phosphomonoesterases and urease at Freiberg, and for arylsulfatase and 
protease activities at Lommel (Figure 6.2). For Högbytorp, the arylsulfatase, 
protease, acid phosphomonoesterase and β-glucosidase activities were lower in the 
SRC-phytomanaged soil than in untreated soil, whereas the phosphodiesterase 
activity was higher in the SRC-phytomanaged soil (Figure 6.2). 
 Figure 6.1. ATP content and basal respiration of untreated and 
phytomanaged soils in France (Biogeco), Germany (Frei), Sweden (HÖG) and 
Belgium (Lom). A different letter shows a significant difference between the 
untreated and phytomanaged soils at each site using one-way analysis of variance 
(ANOVA) with the Fisher's LSD post hoc test (P <0.05), when assumptions of the 
ANOVA were not fulfilled, data were analyzed using Mann-Whitney U post hoc tests. 
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Significant correlations were found between soil ATP content, soil 
respiration, soil enzyme activities and soil physico-chemical properties (Table 6.2 
to 6.4). For instance, ATP content and all soil enzyme activities were positively 
correlated with soil pHH2O (P <0.01). Soil total and pore water Cu concentrations 
were negatively correlated with soil respiration. The water-extractable As in soil 
from the Freiberg site was positively correlated with ATP content (P <0.01).  
Finally, both total and NH4NO3-extractable concentrations of Cd, Pb and Zn 
in the Lommel soil were negatively correlated with the activities of alkaline 
phosphatase and phosphodiesterase (P <0.01).  
   
6.3.2 Bacterial diversity and community structures 
 
6.3.2.1 Biogeco field site: (aided) phytoextraction and (aided) 
phytostabilisation 
The similarity dendrogram based on bacterial DGGE profiles revealed a 
strong separation in community structure of untreated and phytomanaged soils 
which formed two distinct clusters with a similarity of less than 30% (Figure 6.3). 
Distinct DGGE clusters were also formed for either OMDL or OMZ treatments, 
sharing less than 50% similarity. Similar separations were observed on a 
phylogenetic group level, with a similarity of <30% (Actinobacteria), <40% 
(Betaproteobacteria) or <60% (Alphaproteobacteria), and <70% 
(Streptomycetaceae) between untreated and phytomanaged soils (Figures 6.4 to 
6.7). As for whole bacterial communities, an effect of OMDL and OMZ 
amendments on distinct phylogenetic groups was found, particularly for 
Betaproteobacteria with a similarity between both groups of <40 % (Figure 6.5). 
Compared to the untreated soil, the Shannon diversity index was significantly 
higher in OMZ (Actinobacteria), the evenness index was significantly higher in 
both OMZ and OMDL (Actinobacteria and Streptomycetaceae (only OMDL)), 
and the richness index was significantly higher in OMZ (Alphaproteobacteria) and 
OMDL (Betaproteobacteria) (data not shown). 
The permutation test indicated significant differences in the DGGE 
fingerprints between untreated soil and, either OMDL- or OMZ-amended soils 
(generally to a level of P <0.01; Table 6.7). This occurred when DGGE 
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fingerprints for the whole bacterial community were assessed, as well as those 
targeting individual groups. At the phylogenetic group level, differences were 
generally most pronounced for Actinobacteria and Betaproteobacteria (d values 
comparing the untreated soil with the treated soils ranged from 48 to 55 and 18 to 
28, respectively). The DGGE fingerprints also differed significantly between 
OMDL and OMZ, and this was most pronounced for the total bacterial community 
and Betaproteobacteria (d values of 18 and 25; Table 6.7). 
Table 6.7. Dissimilarity values obtained using the Kropf permutation test 
between 16S rRNA DGGE patterns of untreated soils (UNT) and soils where GRO 
were implemented ((aided) phytoextraction, (aided) phytostabilisation, in situ 
stabilisation and phytoexclusion). In those sites where more than one treatment was 
implemented the soils are compared on a pair-wise basis for each possible 
combination. Asterisks indicate the statistical significance of the clusters obtained 
when comparing treatments.  
Site Total Alpha Beta Actino Streptomyces 
BIOGECO (France) 
  
UNT vs. OMZ 38.9** 14.3** 28.2** 47.8** 18.6** 
UNT vs. OMDL 32.9** 19.9** 17.8* 55.3** 15.7** 
OMZ vs. OMDL 25.5** 8.9** 25.1** 13.7** 12.4* 
FREI (Germany) 
  UNT vs. S 4.9 3.1 4.5 7.9* 4.5 
HOG (Sweden) 
  UNT vs. S 22.9** 10.6** 3.8* 11.1** 2.6** 
LOM (Belgium) 
  UNT vs. S 14.3 6.7 7.8 6.6 29.2 
ARN_B (Austria) 
  
UNT vs. GS+E 11.2* 11.9* 33.3** 22.2** 5.5** 
UNT vs. LP 7.7** 6.6** 27.1** 23.7** 8.1** 
GS+E vs. LP 4.2** 2.6** 1.9* 6.8* 9.6** 
ARN_D (Austria) 
  UNT vs. GS+RM 9.3** 12.0** 25.3** 11.3** 22.9** 
PAS (Poland) 
  
UNT vs. LB 31.6** 29.6** 9.4** 27.6** 48.3** 
UNT vs. LB+LL 36.5** 23.7** 16.0** 30.4** 54.8** 
UNT vs. HB+HL 39.5** 20.1** 16.7** 37.4** 61.1* 
LB vs. LB+LL 45.6** 10.4** 2.1 12.4** 2.1* 
LB vs. HB+HL 40.3** 16.2* 12.0** 32.7** 10.5* 
LB+LL vs. HB+HL 16.9** 17.3** 11.2** 9.0* 7.0** 
  
*p ≤0.05; **p≤0.01 
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A dominant band found in the OMZ and OMDL Betaproteobacterial DGGE 
profiles showed a sequence similar to Chitinimonas sp., while the sequence of a 
second discrete band in OMDL was similar to Herbaspirillum sp. Regarding the 
actinobacterial profiles, Streptomyces prunicolor was detected in OMDL and 
Amycolatopsis tolypomycina was distinctive of OMZ soils (Table 6.5). 
 
6.3.2.2 Soils under phytoextraction (willow SRC)  
For the Freiberg site, the genetic fingerprinting of the untreated and treated 
soils did not differ (ca. 80% similarity; Figure 6.3). A similar trend was observed 
in all the studied phylogenetic groups (Figures 6.4 to 6.7). However, permutation 
tests showed a significant between-group (untreated-treated soil) difference for 
Actinobacteria (d value of 8, Table 6.7). 
For the Högbytorp soils, a clear separation between untreated and treated 
soils was observed, with <50% similarity (Figure 6.3). The same clustering of 
treated and untreated soils was observed for the studied phylogenetic groups, 
although the similarity values were approximately 80% (Figures 6.4 to 6.7). The 
Shannon diversity index was significantly higher in treated than in untreated soil 
for Alphaproteobacteria, whereas the evenness index was significantly reduced in 
the treated soil for Betaproteobacteria (P <0.05; data not shown). Permutation tests 
showed that the differences between untreated and treated soils in DGGE profiles 
were statistically significant (d values varied from 3.8 to 22.9; P <0.001, Table 
6.7).  
For the Lommel soil, the untreated and treated soils shared a similarity of 
bacterial profiles lower than 70% (Figure 6.3). For Alphaproteobacteria, 
Betaproteobacteria and Actinobacteria similarity was ca. 85%, whereas for the 
Streptomycetes community it was less than 60% (Figures 6.4 to 6.7). Based on 
permutation tests, differences between the untreated and treated soils were not 
significant (Table 6.7). The Shannon diversity index was significantly higher in 
the treated soil compared to the untreated soil for Alphaproteobacteria, while the 
opposite was observed for Betaproteobacteria. Likewise, the evenness index was 
significantly increased in the treated soil for Alphaproteobacteria, but the richness 
index was significantly lower in the treated soil for Betaproteobacteria (P <0.05). 
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6.3.2.3 Soils under in situ stabilisation and phytoexclusion 
For the Arnoldstein soils, a strong separation in bacterial communities of 
soils from both studied sites, i.e. ARN_B (Cambisol, arable land) and ARN_D 
(Leptosol, grassland) either treated or untreated was observed, with similarities 
ranging from <20 to 50%, depending on the bacterial group (Figures 6.3 to 6.7). 
For the ARN_D soil, two separate clusters were formed, corresponding with 
untreated soil or ARN_D GS+RM. The similarity between both groups was <75% 
for the whole bacterial community and Alphaproteobacteria, <70 % in 
Actinobacteria, and <50 % for Betaproteobacteria and Streptomycetaceae 
(Figures 6.3 to 6.7). One band from the Streptomycetaceae profile of ARN_D soil 
treated with GS+RM was identified as Streptomyces cyaneus (similarity of 99 %; 
Table 6.5). Permutation tests showed significant differences between all treated 
and untreated soils for both ARN_D and ARN_B soils (generally to a level of P 
<0.01), and between both treatments in ARN_B (GS+E vs. LP). This occurred for 
all studied bacterial groups (Table 6.7).  
The Shannon diversity index was significantly lower in ARN_D GS+RM 
compared to the untreated soil, and the richness index was also lower in this 
treated soil for Alphaproteobacteria (data not shown). The evenness increased in 
ARN_D GS+RM soil as compared to ARN_D UNT (data not shown). In the 
ARN_B soil, the DGGE profiles of the ARN_B GS+E and ARN_B LP soils were 
more similar between them than to the untreated soil (Figures 6.3 to 6.7). For 
Actinobacteria and Streptomycetaceae differences between the ARN_B GS+E and 
ARN_B LP were larger. The Shannon index was significantly lower in the 
ARN_B LP soil than in untreated soil or ARN_B GS+E for Bacteria. In contrast, it 
was significantly higher in treated soils compared to untreated soils for 
Betaproteobacteria or Streptomycetaceae (only GS+E). The richness index 
increased in both treated soils compared to the untreated soil in 
Betaproteobacteria. 
For the Piekary soils, the DGGE fingerprints showed a strong separation 
between untreated and treated soils (Figures 6.3 to 6.7). With the exception of the 
Betaproteobacteria the similarity between untreated and treated samples was 
generally <15 to 30%. The replicates of the untreated soils showed a high 
variability with a similarity of 20 to 60% between them. The bacterial 
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communities of the soils amended with biosolids and lime (PAS_HB+HL and 
PAS_LB+LL) were more similar to each other than those of the PAS_LB 
treatment (Figure 6.3). The similarity of the phylogenetic groups ranged between 
70 and 90%, being higher for Betaproteobacteria and Actinobacteria (Figures 6.5 
and 6.6). Moreover, for the Streptomycetaceae the Shannon index of untreated soil 
was significantly lower than that of treated soils (PAS_LB, PAS_LB+LL or 
PAS_HB+HL), increasing from 0.54 to 0.73-0.79.  Based on permutation tests, 
separations between untreated-treated soils, as well as within treatments, were 
significant (P <0.01; Table 6.7). 
For the Alphaproteobacteria profiles, two bands characteristic of the 
treatments PAS_LB and PAS_LB+LL showed a sequence affiliated with the 
genus Hyphomicrobium sp. One band from the Actinobacteria profiles, 
characteristic of PAS_HB+HL, was affiliated with the genus Streptomyces sp. In 
Streptomycetaceae profiles, two bands characteristic of the untreated soil were 
identified as Streptomyces arenae and Streptomyces galbus, one band from the LB 
treatment was identified as Streptomyces ciscaucasicus, and one band from the 
HB+HL treatment as Streptomyces tauricus (Table 6.5). 
  
6.3.3 Abundance of nirK, nirS, nosZ, AOB and AOA genes 
The OMZ and OMDL amendments in the Biogeco soils significantly 
increased the copy numbers of nirK, nirS and nosZ genes, with no significant 
differences in gene abundance between treatments (Figure 6.8). In contrast, these 
soil amendments did not affect the abundance of AOB and AOA nitrification 
genes (Figure 6.9). Significant positive correlations were found between pH and 
CEC in the Biogeco soils and the abundance of bacterial amoA (P <0.01). In 
addition, total Cu soil pore water concentrations were negatively correlated with 
the abundances of nirK, nirS and nosZ. 
Minor differences were observed between untreated and treated soils for the 
three sites where phytoextraction was implemented. The abundance of nirS 
increased in Högbytorp soil and that of nirK in both Freiberg and Högbytorp soils 
under SRC (Figure 6.8), whereas no differences were found between the Lommel 
treated and untreated soils. The abundance of bacteria and archaea amoA  genes 
did not differ in untreated and treated soils under SRC phytoextraction 
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management. For the Högbytorp soil, the soil pH value and total TE 
concentrations were positively correlated with the abundances of nirK and nirS 
genes. The NH4NO3-extractable TE concentrations were positively correlated with 
the nosZ gene in the Lommel soils and with nirK and nirS genes in the Högbytorp 
soils (P <0.01). 
Differences were observed in copies of both denitrification and nitrification 
genes in the Arnoldstein and Piekary soils, both managed with in situ stabilisation 
and phytoexclusion (Figures 6.8 and 6.9). The abundances of these genes were not 
correlated to total soil TE concentrations, and for the Arnoldstein soils the gene 
copies did not differ between ARN_B_UNT and ARN_D_UNT. Soil treatments at 
the Arnoldstein site significantly increased the nirK gene copy number in the 
ARN_B_GS+E soil and the nirK and nosZ gene copies in the ARN_D_RM+GS 
soil (Figure 6.8), whereas no differences were observed in the abundance of amoA  
genes in these soils. The abundance of the archaeal amoA  gene was only 
significantly increased for the ARN_B_LP soil (Figure 6.9). The abundances of 
nirK and nosZ genes were positively correlated with the soil CEC (P <0.01). Soil 
Figure 6.8. Abundance of nirK , 
nirS and nosZ denitrification genes per 
g dry weight soil in a log scale. Letter s 
show statistically significant differences 
between untreated and phytomanaged 
soils using ANOVA with the Fisher's 
LSD post hoc test (P <0.05), when 
assumptions of the ANOVA were not 
fulfilled, data were analyzed using Mann
-Whitney U post hoc tests. 
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organic C and total N showed positive and negative correlations, respectively, 
with nosZ and bacterial amoA genes, whereas the NH4NO3-extractable 
concentrations of Cd and Zn were negatively correlated with nirK, nirS, nosZ and 
archaeal amoA , but not with bacterial amoA (P <0.01). 
Largest differences between untreated and treated soils in the abundance of 
genes involved in the nitrification and denitrification pathways occurred in soils 
from the Piekary site. In general, the combined amendments (HB+HL and 
LB+LL) induced the major changes in the copy numbers of almost all the studied 
genes compared to untreated soils. Changes induced by the LB treatment were less 
pronounced, and limited to nirK, nirS and nosZ genes. The HB+HL treatment 
resulted in the largest increase in the abundances of all denitrification genes and 
also bacterial amoA . In addition, the nirK:nirS ratio was significantly higher in 
soil under the PAS_HB+HL treatment compared to the other treatments or to the 
untreated soil. In contrast, the abundance of archaeal amoA  genes was below the 
detection limit in soils under both HB+LL and LB+LL treatments. Soil organic C 
and total N were positively correlated with the abundances of nirK, nirS and nosZ, 
and negatively correlated with archaeal amoA (only organic C) (P <0.01). Total 
and NH4NO3-extractable As concentrations were negatively correlated with the 
abundances of nirK, nirS and nosZ genes (P <0.01). NH4NO3-extractable Zn 
concentrations were positively correlated with the abundances of nirK, nirS and 
nosZ genes and negatively correlated with archaeal amoA (P <0.01). 
Figure 6.9. Abundance of AOB and AOA nitrification genes per g dry weight 
soil in a log scale. Letters show statistically significant differences between 
untreated and phytomanaged soils using ANOVA with the Fisher's LSD post hoc test (P 
<0.05), when assumptions of the ANOVA were not fulfilled, data were analyzed using 
Mann-Whitney U post hoc tests. 
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6.3.4 CCA ordination analyses 
CCA analysis was used to define the correlations between bio-chemical and 
physico-chemical soil properties and DGGE patterns (Figure 6.10 to 6.13). For 
Biogeco, Arnoldstein and Piekary sites, the correlation coefficients of the CCA 
analyses based on the abundance of different DNA bands were always higher than 
0.633, corresponding to a significance level of P <0.05, and indicating an 
important contribution of the explanatory variables to the variation in the dataset.  
In the CCA biplot of the Biogeco site, the total variance in the DGGE band 
patterns of the total bacterial community explained by axes 1 and 2 was 42% (23 
% and 19 %, respectively). For the Biogeco soils, three groups of treatments were 
distinguished, corresponding with untreated soils, OMDL and OMZ treated soils 
(Figure 6.10). Available soil P presented an intraset correlation of 0.980 with axis 
1, while the total Cu concentration in the soil pore water presented an intraset 
correlation of -0.914 with axis 2, and these were the main edaphic factors, out of 
those determined, shaping the microbial communities. The DGGE bands which 
were best explained by the model (FitE values >75%) were represented in the 
CCA ordination plot (Figure 6.10) and indicated in the DGGE dendrogram (Figure 
6.3). Six bands (7, 8, 10, 40, 46 and 65) were associated with untreated soils, and 
five bands (5, 37, 38, 41 and 47) with both OMDL and OMZ treated soils. CCA 
analyses based on DGGE fingerprints of the distinct phylogenetic groups 
generally discriminated the same three groups of soil samples (untreated, OMDL 
and OMZ) (Figure 6.11). The key factors contributing to the separation of the 
untreated and treated soils (OMDL and/or OMZ) were the microbial biomass 
(ATP content) and alkaline phosphomonoesterase activity (for 
Alphaproteobacteria), microbial respiration and soil pHH2O (for both 
Betaproteobacteria and Streptomycetaceae), and available P and β-galactosidase 
activity (for Actinobacteria).  
In the CCA biplot of the Arnoldstein site, the total variance in the DGGE 
band patterns explained by axis 1 and 2 was 46% (40% and 6%, respectively) and 
samples from ARN_D and ARN_B sites clustered separately (Figure 6.10). For 
the ARN_D soil, two sub-groups could be distinguished corresponding with 
samples from untreated soil and the soil amended with gravel sludge and red mud 
(ARN_D_RM+GS). For the ARN_B soil, samples from treated soils were 
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intermixed but these were always separated from untreated soil (ARN_B_UNT). 
Soil pHKCl and cation exchange capacity (CEC) presented an intraset correlation of 
-0.868 with axis 2 and -0.878 with axis 1, respectively. Three DGGE bands (12, 
19, and 65) were characteristic of untreated soils in ARN_D, and one band (64) 
was characteristic of the ARN_B treated soils (GS+E and LP). 
For the Arnoldstein site the CCA analysis based on DGGE patterns of 
Alphaproteobacteria and Betaproteobacteria, Actinobacteria and 
Streptomycetaceae generally separated the various soil treatments, with the 
 
Figure 6.10. Canonical 
correspondence analysis biplot of 
DGGE banding patterns of soil 
bacterial communities under GRO 
techniques and physical-(bio)chemical 
parameters (represented by arrows). 
The three CCA correspond with the: a) 
Biogeco (France), b) Arnoldstein 
(Austria) and c) Piekary (Poland). soil 
pH, pHH2O or pHKCl; CEC, cation 
exchange capacity (cmol(+) kg-1); POlsen, 
available P (µg g
-1), Organic C, (g kg-1) ; 
CdT,  ZnT,  Total concentration of Cd and 
Zn (mg kg-1); CuH2O, Cu concentration in 
soil pore water (mg L-1);  CdEDTA, 0.05 M 
EDTA-extractable Cd concentration (mg 
kg-1); CdNH4NO3, 1 M NH4NO3-extractable 
Cd concentration.   
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ARN_D_UNT, ARN_D_GS+RM and ARN_B_UNT soils clustering separately 
from the ARN_B_LP and ARN_B_GS+E soils (Figure 6.12). The soil CEC was 
an important factor associated with axis 1 in all four CCA analyses of bacterial 
phylogenetic groups. In addition, in the analysis of Actinobacteria and 
Streptomycetaceae profiles, available P (P Olsen) showed a high correlation with 
axis 1 (although inversely correlated with CEC) and the C:N ratio was a relevant 
factor in the Streptomycetaceae CCA.. 
Figure 6.11. Canonical correspondence analysis biplot of a) 
Alphaproteobacteria, b) Betaproteobacteria, c) Actinobacteria and d) Streptomycetaceae 
DGGE patterns and physical-(bio)chemical parameters (represented by arrows) of 
untreated and phytomanaged soils of the Biogeco site (France). ALP, Alkaline 
phosphomonoesterase (mg p-NP kg-1 soil h-1); B-gal, β-galactosidase (mg p-NP kg-1 soil h-
1); Respiration, (mg C-CO2 kg
-1 d-1); ATP, microbial biomass content (μg ATP kg-1); 
PHH2O, soil pHH2O; POlsen, available P (µg g
-1) 
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For the Piekary soils, the total variance in the DGGE band patterns 
explained by axis 1 and 2 was 37% (24% and 13%, respectively) (Figure 6.10). 
The CCA distinguished three main groups: untreated soils and LB-treated soil on 
the negative side of axis 1 (with negative and positive projections on axis 2, 
respectively) and another group including LB+LL- and HB+HL-treated soils on 
the positive side of axis 1. Several physicochemical properties (pHKCl, pHH2O, 
organic C and CEC), total soil Cd and Zn concentrations, the NH4NO3- and EDTA
-extractable Cd concentrations influenced the clustering of soil samples. The 
Figure 6.12. Canonical correspondence analysis biplot of a) α-Proteobacteria, b) 
β-Proteobacteria, c) Actinobacteria and d) Streptomycetaceae DGGE patterns and 
physical-(bio)chemical parameters (represented by arrows) of untreated and 
phytomanaged soils of the Arnoldstein site (Austria). CEC, cation exchange capacity 
(cmol(+) kg-1); C/N, total C:N; POlsen, available P (µg g
-1) 
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DGGE bands which were best explained by the model (FitE values >75%) were 
represented in the CCA ordination plot (Figure 6.10) and indicated in the DGGE 
dendrogram (Figure 6.3). Six bands (27, 38, 41, 45, 54, and 61) were characteristic 
of untreated soils, five bands (4, 30, 33, 39, and 65) were characteristic of LB 
treatment, one band (17) was characteristic of LB+LL treatment and four bands (5, 
10, 36, and 40) were characteristic of LB+LL and HB+HL treatments. 
 
Figure 6.13. Canonical correspondence analysis biplot of a) α-Proteobacteria, 
b) β-Proteobacteria, c) Actinobacteria and d) Streptomycetaceae DGGE patterns and 
physical-(bio)chemical parameters (represented by arrows) of untreated and 
phytomanaged soils of the Piekary site (Poland). soil pH, pHH2O or pHKCl; CEC, cation 
exchange capacity (cmol(+) kg-1); Organic C, (g kg-1); Total N, (g kg-1); PbT,  ZnT,  Total 
concentration of Cd and Zn (mg kg-1); CdEDTA, EDTA-extractable Cd concentration (mg 
kg-1) 
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The CCA analysis based on DGGE patterns of Actinobacteria showed a 
clustering of samples similar to that of the bacterial CCA. The analyses including 
Alpha- and Betaproteobacteria and Streptomycetaceae generally separated 
untreated soils (PAS_UNT) from all treated soils which clustered together 
(PAS_LB, PAS_LB+LL and PAS_HB+HL; Figure 6.13). For the 
Alphaproteobacteria, the total variance in the DGGE profile explained by axis 1 
was 10%, for the Betaproteobacteria axes 1 and 2 explained 19% and 13% of the 
total variance, respectively, and for Actinobacteria 20% and 7%, respectively, and 
for Streptomycetaceae 28 and 14%, respectively. The soil CEC, soil pH value, 
organic C, total N, total soil Pb and Zn, and EDTA-extractable Cd concentration 
were the most important factors contributing to the separation of the samples of 
untreated and treated Piekary soils for the phylogenetic bacterial groups. 
For the Piekary site, the CCA analysis explained a large part of the variance 
in the copy numbers of genes involved in the nitrification and denitrification 
pathways (Figure 6.14). The total variance explained by axis 1 and 2 was 91 % 
(84 % and 7 %, respectively). The CCA separated the untreated (UNT) and LB-
treated samples from those soils receiving limestone (LB+LL- and HB+HL). The 
soil total N and organic C presented an intraset correlation of -0.930 and -0.732 
with axis 1, while pHH2O presented an intraset correlation of -0.739 with axis 2. 
The abundance of amoA  archaea was negatively related to organic C and total N. 
  
6.4 Discussion 
Kumpiene et al. (2014) evaluated a series of chemical and ecotoxicological 
assays to assess GRO efficiency at the same six sites as those used here. In the 
present study, the effects of GRO on the soil microbial characteristics at these sites 
were evaluated.  
Phytomanagement led to increases in soil microbial biomass (ATP content), 
respiration and enzyme activities, but this was site-dependent. At the Högbytorp 
site, no improvement in soil biological activity was found in the treated soils 
(under phytoextraction). The effects of phytomanagement were most pronounced 
in the Biogeco soils where both phytoextraction and phytostabilisation were aided 
by soil amendments (OMDL and OMZ, respectively). In both treatments, organic 
matter (OM) was incorporated into the soils and is most likely one of the main 
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factors explaining the increment in soil respiration and biological activity. The 
increase in basal respiration was much higher in OMDL than in OMZ while the 
opposite was observed for ATP. The higher dissipation of CO2 per unit of ATP in 
OMDL would indicate a lower metabolic efficiency which has been observed in 
other TE contaminated soils (Landi et al., 2000, Renella et al., 2005) and 
attributed to energy deviation into adaptations to tolerate stress (Renella et al., 
2005). Nevertheless, this increase in respiration was not accompanied by strong 
increases in hydrolase activities. Moreover, the levels of available Cu were similar 
or lower in OMDL soil than in OMZ. The differences in Cu availability could 
vary according to levels of dissolved organic matter (DOM) in soil pore water 
(Oustriere et al., 2016). The high respiration observed in OMDL is more likely 
related to changes in the turnover and mineralization of OM fractions induced by 
the lime (Rangel-Castro et al., 2005) or to interferences of lime-derived CO2 
(Biasi et al., 2008). Alternatively, newly formed Fe/Mn oxides after addition of 
zerovalent iron grit (OMZ) may react with DOM reducing OM mineralization 



















Figure 6.14. Canonical correspondence analysis biplot including copy numbers 
of genes involved in denitrification and nitrification pathways and physical-(bio)
chemical parameters (represented by arrows) for the Piekary site. soil pH, pHH2O; 
Organic C, (g kg-1) ; Total N (g kg
-1) 
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Higher microbial biomass (but not respiration) was also observed in the 
Freiberg and Lommel soils which are both cultivated with the willow clone, S. 
schwerinii × S. viminalis (Tora). The lack of GRO effect on soil respiration in 
these two sites is consistent with the fact that variations in soil fertility and OM 
content between treated and untreated soils were not observed (Table 6.3 and 
Kumpiene et al. (2014)). Conversely, the increase observed in ATP content in the 
treated soils suggests improvements in biological activity as a result of 
phytoextraction. These results are supported by the general increase in soil 
enzyme activities, which again was most pronounced in the Biogeco soils but also 
observed (albeit not always significantly) in Freiberg and Lommel soils. Activities 
of acid and alkaline phosphomonoesterase, and urease, were increased in treated 
Freiberg soils, while arylsulphatase and protease activities were increased in 
treated Lommel soil (Figure 6.2).  
For Biogeco, enzyme activities followed the same pattern as ATP content: 
untreated < OMDL < OMZ soil. Moreover, in this case, increments in enzyme 
activities in treated soils were observed for all the soil enzymes assayed. Higher 
enzyme activities observed in OMZ could be due to crop management: OMZ soil 
is planted with perennial grassy species and woody trees (targeting 
phytostabilisation), while OMDL soil is managed by rotation of annual crops 
(sunflower/tobacco, targeting phytoextraction). Plants sustain larger and more 
active microbial communities through the release of root exudates and production 
of litter, which alongside amendment-induced reductions in TE availability, lower 
soil toxicity to soil microorganisms (Epelde et al., 2008, Renella et al., 2008, 
Ascher et al., 2009, Kumpiene et al., 2009, Zanuzzi et al., 2009, Zornoza et al., 
2012, Tiberg et al., 2016).  
Our results are in agreement with other field-based trials in TE-
contaminated soils which have shown the benefits of organic-based amendments 
for recovery of soil biological fertility. Zanuzzi et al. (2009) amended acidic mine 
tailings with pig manure or sewage sludge in combination with blanket application 
of marble wastes. Two years after soil amendment, soil pH was increased (from 
pH 2.7 to 7.4) alongside a build-up in total organic carbon, permitting the 
establishment of a vegetation cover. After 5 years, microbial biomass and soil 
enzymatic activities were higher in the amended soils than in the untreated mine 
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tailings (Zanuzzi et al., 2009, Zornoza et al., 2012). 
Critical threshold Zn concentrations for nitrification and denitrification 
processes range in the order of 1-10 μM (Radniecki & Ely, 2008). The labile 
concentrations of several TE in the phytomanaged soils were within this range, 
and in some cases well above this threshold (labile concentrations of Zn and Cu 
were above this range in Piekary and Lommel, and Biogeco, respectively). GRO 
significantly influenced the abundance of denitrification and, albeit to a lesser 
extent, nitrification genes, although the effects of phytomanagement were again 
site-dependent. The most pronounced differences between untreated and treated 
soils were found at: the Biogeco and Piekary sites. At both of these sites organic 
amendments were incorporated into GRO (i.e pine bark and green waste composts 
at Biogeco and municipal biosolids at Piekary). High Cu concentrations negatively 
affect denitrifying populations: increasing Cu concentrations in sediments led to 
drastic decreases in nirK, nirS and nosZ gene abundances of an estuarine 
microbial community (Magalhães et al., 2011). In accordance, a significant 
increase in all three of these genes was observed in treated soils of Biogeco. 
Overall, our results suggest that at the Biogeco site, phytomanagement has 
enhanced soil N cycling by increasing urease and protease activities and the 
abundance of denitrification genes.  
Increase in the nirK and nirS gene abundances were also found in the 
Freiberg and Högbytorp soils (both managed by phytoextraction), and in nirK and 
nosZ in the Arnoldstein soils which were amended with gravel sludge, siderite or 
loamy powder (only ARN_D in the case of nosZ). These sites are contaminated by 
As, Cd, Pb and/or Zn. High Zn concentrations have previously been shown to 
impact both denitrifying and nitrifying populations (Mertens et al., 2006, Ruyters 
et al., 2010, Ruyters et al., 2010, Ruyters et al., 2012, Trevisan et al., 2012). 
The nirS gene abundance was prevalent among Betaproteobacteria isolates, 
while nirK was more frequently found than nirS in Alphaproteobacteria and was 
also detected in Firmicutes, Bacteroidetes and Gammaproteobacteria strains 
(Heylen et al., 2006). In our study increases in nirS were observed in sites which 
showed significant dissimilarities in the Betaproteobacterial DGGE profiles, and 
were significant in more organic soils or soils amended with OM (Biogeco, 
Högbytorp and Piekary). On the other hand, nirK increases were observed in most 
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treated sites, in agreement with its wider distribution amongst bacterial taxa. 
Frey et al. (2008) assessed the effects of phytoextraction on the dynamics of 
ammonia-oxidising bacterial populations associated with poplar growing in a TE 
polluted soil for more than 4 years and reported a shift in the rhizosphere ammonia
-oxidising population over time which occurred in parallel to the removal of TE. 
Here, no changes were observed in the nitrifying population in any of the soils 
collected from sites managed by phytoextraction. On the other hand, a change in 
the abundance of amoA  genes was observed at sites where in situ stabilisation and 
phytoexclusion were implemented. In parallel, a reduction in NH4NO3-extractable 
TE concentrations was observed in treated soils of these sites (Kumpiene et al., 
2014). The archaeal amoA  gene abundance increased in phytomanaged soils of 
Arnoldstein (only in the less-contaminated soil ARN_B amended with loamy 
powder), while bacterial amoA  gene abundance was unaffected. The contrary was 
observed in the Piekary soils: the abundance of bacterial amoA  genes was 
significantly increased in the HB+HL treatment, while archaeal amoA gene 
abundance was severely reduced in both treatments including addition of 
limestone. Based on CCA, the AOA community was negatively correlated with 
soil organic C and total N content (Figure 6.14). The lack of detection of AOA in 
the LB-LL and HB-HL treatments of the Piekary soils indicates that the ammonia 
oxidation in these soils was likely carried out by AOB (Figure 6.9). Similar results 
were observed in contaminated soils by Ruyters et al. (2010) and Mertens et al. 
(2009). 
Kumpiene et al. (2014) showed extractable Cd and/or Zn concentrations 
(based on EDTA, NH4NO3, NaNO3 or H2O chemical extractions) to be lower in 
treated soils compared to untreated soils at the Arnoldstein, Högbytorp and 
Piekary sites, while NH4NO3-extractable Cu concentrations were significantly 
reduced by GRO implementation in the Biogeco soils. PlantTox tests (using dwarf 
bean, turnip and lettuce) showed a higher bean root biomass and turnip shoot 
biomass in OMDL-treated Biogeco soil, and a higher bean and turnip biomass in 
Arnoldstein B soil amended with gravel sludge and siderite and Högbytorp treated 
soil. In parallel, reduced activities of stress enzymes in dwarf bean roots were 
observed when these were grown in treated soils of Biogeco and Arnoldstein 
(Kumpiene et al., 2014). Consequently, the rises in soil microbial activity and 
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enzyme activities and/or increases in nitrifying and denitrifying populations 
observed here in Biogeco, Arnoldstein and Piekary treated soils are most likely a 
reflection of the GRO-induced reductions in metal phytotoxicity and/or nutrient 
input (alongside amendment additions). Moreover, our results reinforce those of 
Kumpiene et al. (2014) in that the greatest effects of GRO on soil microbial 
characteristics were found for sites managed by in situ stabilisation and 
phytoexclusion or (aided) phytostabilisation/phytoextraction rather than in soils 
only managed with phytoextraction. 
Genetic fingerprinting by PCR-DGGE confirmed that GRO induce 
important shifts in the bacterial community structure (Figure 6.3 to 6.7), again 
more pronounced at those sites where the implemented GRO included organic/
inorganic amendments (Biogeco, Arnoldstein and Piekary). The changes in the 
soil bacterial communities likely mirrored the reductions in metal availability and 
toxicity but also improvements in physico-chemical properties of the 
phytomanaged soils. Although the CCA analyses indicated the importance of 
labile Cu concentrations (soil pore water) and EDTA-extractable Cd 
concentrations in shaping the bacterial community structure of these sites, soil 
properties such as pH, available P, cation exchange capacity, and organic C or 
total N content, were also significantly correlated with shifts in bacterial 
community structure.  
The Alphaproteobacteria and Actinobacteria are frequently the most 
abundant and active bacterial taxonomic groups in TE-enriched or contaminated 
soils (Sandaa et al., 1999, Sandaa et al., 2001, Gremion et al., 2003, Moffett et al., 
2003, Idris et al., 2004, Pereira & Castro, 2014, Álvarez-López et al., 2016). TE 
toxicity or nutrient deficiency has been shown to lower the frequency of r-
strategists (bacteria capable of rapid growth and utilization of resources), such as 
Pseudomonas (Gammaproteobacteria), as these are more sensitive to toxic 
substances (Kozdrój, 1995, Kunito et al., 2001). Here, we were able to detect 
changes in specific phylogenetic groups of the soil bacterial communities after 
GRO implementation, and these changes were often more important than those 
observed in the bacterial community as a whole. This was the case for the 
Biogeco, Freiberg, Arnoldstein and Piekary soils. Moreover, we were able to 
identify those phylogenetic groups which acted as better indicators of the changes 
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induced in the bacterial community as a result of GRO implementation. 
Permutation tests indicated that the actinobacterial communities were the most 
responsive to GRO implementation in those sites where soil amendments were 
used (Biogeco, Arnoldstein and Piekary). Actinobacteria are intimately involved 
in nutrient turnover and organic matter decomposition (Piao et al., 2008). The 
Betaproteobacteria were also an important indicator of changes induced in 
bacterial community structure in the Arnoldstein soils where inorganic 
amendments were used (gravel sludge, siderite, loamy powder and red mud). 
Moreover, the Betaproteobacteria were most responsive to the addition of 
zerovalent iron grit or dolomitic limestone in the Biogeco soils (OMZ vs. OMDL). 
Finally, at the Piekary site, it is worth noting the importance of the 
Alphaproteobacteria in separating untreated from treated soils. This site is the 
longest running site where GRO were implemented in 1997. Overall, the results 
showed Actinobacteria as a group highly sensitive to the addition of both organic 
and inorganic amendments in TE contaminated sites, while Alphaproteobacteria 
and Betaproteobacteria were particularly useful to monitor changes in sites treated 
with organic and inorganic amendments, respectively.  
Kumpiene et al. (2014) did not observe significant reductions in extractable 
TE concentrations or ecotoxicity of treated soils compared to untreated soils at 
either the Freiberg or Lommel site (managed by phytoextraction). However, our 
results suggest that soil microbiological and biochemical properties can be more 
responsive to GRO than conventional chemical extractants or ecotoxicity assays. 
For example, microbial biomass and some soil enzyme activities were 
significantly higher in treated soils compared to untreated soils of both these sites. 
Although permutation tests did not show the clustering of DGGE fingerprints to 
be statistically significant in Lommel, this technique was sufficiently sensitive to 
clearly separate treated and untreated soils. Moreover, on a group level the 
separation between the Freiberg treated and untreated soils was significant for 
Actinobacteria, and the abundance of nirK genes was significantly increased after 
phytomanagement.  
Overall, the positive effects of GRO on soil microbial diversity and activity, 
and parallel shifts in bacterial community structure were most pronounced when 
phytomanagement was aided by inorganic and organic amendments. Previous 
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studies demonstrated the suitability of soil physicochemical properties (including 
TE availability) and ecotoxicological tests as indicators for monitoring GRO 
efficiency. Our results highlight the importance of including soil microbiological 
parameters as indicators of GRO progress and effectiveness in TECS, which in 
some cases are even more sensitive indicators of changes in soil functionality 
induced by GRO in the long term. 
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                                                                                 Final synthesis and conclusions 
The main results and conclusions of this PhD thesis can be summarised as 
follows. Regarding the soils naturally enriched in trace metals: 
 
 The microbial community of the ultramafic soils studied was dominated by 
members of the phyla Alphaproteobacteria and Actinobacteria (which 
presented similar relative abundance). Sequences affiliated to these groups 
represented about 2/3 of the pyrosequences obtained. The relative 
abundance of Actinobacteria and Gemmatimonadetes phyla in the 
ultramafic soils was higher than usually found in other soils of similar 
characteristics non-enriched in TEs. 
 The relative abundance of Acidobacteria (groups 3, 4 and 7) and of 
Actinobacteria was lower in Sierra Bermeja than in Barazón, and the 
opposite was observed for Proteobacteria (classes Alpha- and 
Betaproteobacteria), Firmicutes and Bacteroidetes. At a lower taxonomic 
level, a remarkable enrichment in Oxalobacteraceae in Sierra Bermeja was 
observed. The differences in the bacterial community composition between 
the two ultramafic sites was more pronounced in non-vegetated soil than in 
the rhizosphere. 
 The bacterial communities in the non-vegetated ultramafic soils differed 
from those in the rhizosphere of the Ni-hyperaccumulator and the Ni-
excluder plants growing in the same soils. This was observed when 
analysing the total bacterial community and, in general, was even more 
pronounced in the DGGE profiles of Alphaproteobacteria and/or 
Actinobacteria. 
 In the four ultramafic sites, the rhizosphere of the Ni-hyperaccumulator, 
Alyssum, and of the Ni-excluder, Dactylis, hosted different bacterial 
communities. The dissimilarities were maximal in the case of the 
Alphaproteobacterial communities. 
 The bacterial communities in the rhizosphere of the four populations studied 
of hyperaccumulating Alyssum were significantly different. However, the 
dissimilarities between the two Portuguese populations, although 
significant, were low. 
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 In the non-vegetated soil, the structure of Alphaproteobacteria, 
Actinobacteria and Streptomycetaceae communities were significantly 
influenced by intrinsic soil characteristics (such as organic C, total Ni and 
exchangeable Mg) while in the rhizosphere these factors were replaced by 
other parameters related to nutrient availability (CEC in Alyssum 
rhizosphere, available K in Dactylis rhizosphere) and, in the case of the 
excluder, TE availability. These results suggest a relationship between 
rhizosphere bacterial communities and nutrient and TE availability. 
 Alphaproteobacterial communities in the rhizosphere of the different 
populations of Dactylis glomerata showed a high similarity and clustered 
together in the DGGE dendrograms. This was not observed for other 
bacterial groups or in the case of Alyssum, suggesting that the Ni-excluder 
plant selects, in the different ultramafic sites, similar Alphaproteobacterial 
members. It would be interesting to further investigate the role of members 
of this bacterial group, in the tolerance and/or exclusion mechanisms of the 
Poaceae. 
 In comparison with non-vegetated soil, the rhizosphere of Ni-
hyperaccumulating Alyssum from Barazón and Sierra Bermeja was 
relatively enriched in Bacteroidetes, Actinobacteria of the class 
Actinobacteridae, and Alphaproteobacteria. In contrast, Acidobacteria of 
group 1, Bacilli (especially the genera Cohnella and Paenibacillus), 
Anaeromyxobacter and Latescibacteria (previously WS3) showed a higher 
relative abundance in non-vegetated soil than in the rhizosphere. 
 The sequencing of bands excised from DGGE profiles of 16s rRNA gene 
fragments as well as the pyrosequencing of 16S rRNA gene fragments 
amplified from the total community DNA, indicated that some relevant and 
characteristic members of the rhizosphere bacterial community of Ni-
hyperaccumulating Alyssum serpyllifolium are: 
a) Actinobacteria of the family Geodermatophilaceae (genera 
Blastococcus, Geodermatophilus and Modestobacter) known for their 
modest growth requirements and their ability to colonise poor 
substrates.  
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b) Actinobacteria of the genus Pseudonocardia. 
c) Alphaproteobacteria of the Hyphomicrobiaceae family such as 
members of the genera Devosia and Hyphomicrobium, characterized 
by prosthecate, that confer them the ability to survive in nutrient poor 
habitats and/or possess in their genomes genes related to N2 fixation. 
d) Alphaproteobacteria of the Methylobacterium genus, which have been 
previously found in association with Alyssum and other plants, and 
are known for their plant growth promoting properties. 
e) Members of the Rhodobacteraceae family, which according to several 
authors, includes N2 fixing bacteria and strains involved in Mn 
cycling. 
f) Organisms phylogenetically related to  Gemmatimonas 
 Further efforts to isolate and characterise organisms of these taxa, as well as 
research on their capacity to improve Alyssum nutrition and/or Ni 
mobilisation seems particularly interesting. 
 The rhizosphere of the Ni-hyperaccumulating Alyssum serpyllifolium 
subspecies growing in artificial substrate enriched in ultramafic rock hosted 
a higher density of Ni-tolerant bacteria than the rhizosphere of the Ni-
excluder Dactylis glomerata or the non-planted substrate. Furthermore, in 
ultramafic soils of Barazón and Sierra Bermeja the copy number of nccA 
gene, implicated in a bacterial mechanism (extrusion pump) for extruding Ni 
from the cell, was higher in the rhizosphere of Alyssum than in non-
vegetated soil.  
 
Regarding the anthropogenic contaminated soils where different 
phytomanagement options were implemented: 
 
 The phytoremediation process induced increases in microbial biomass and 
activity, as well as clear shifts in bacterial community structure and diversity 
(at both the total community and group level). These changes were observed 
mainly when phytomanagement was aided with inorganic and organic 
amendments.  
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 Actinobacteria were sensitive to changes in TE contaminated soils induced 
by phytomanagement options that included soil amendments, while 
Alphaproteobacteria and Betaproteobacteria were particularly useful to 
monitor changes over time in those sites treated with organic and inorganic 
amendments, respectively. 
 In general, the copy numbers of genes involved in denitrification and 
nitrification (nirK, nirS, nosZ and amoA) were influenced by the 
phytomanagement techniques implemented. The most pronounced changes 
were observed in sites where organic amendments were incorporated. 
 The microbiological parameters were highly sensitive to changes induced 
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gedurende deze tijd. 
Gracias  a meu irmán e a miña cuñada polo seu apoio durante todos estes 
anos de tese, por facerme crer que este día ía chegar e que eu podía con todo e con 
máis. Quérovos! 
A meus pais gracias  por confiar en min sempre, por todo o apoio  e o 
ánimo, por sentirvos sempre tan orghullosos desta “Filomena” ou “ Clotilde”. Se 
esta tese merece ser adicada a alguén é a vós porque me destes todo o que son e o 
que teño. Ensinástesme que nesta vida hai que ser nobres e que o importante é 
vivir sendo feliz sen atropelar a ninguén no noso camiño, confiar que as cousas 
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positivas atraen só cousas boas e que do traballo sae todo (disto todo sabedes vós 
moito). Se isto foi difícil para alguén foi para vós! Sinto facervos pasar por isto 
pero agora xa está, prometo que non volvo facer máis unha tese ☺. 
E por último pero non menos importante, gracias  ó meu Bart. Que sorte 
tiven de coñecerte e de poder compartir toda unha vida contigo. Dá igual se é curta 
ou longa, pero saber que ti vas percorrer esta vida comigo fai todo máis sinxelo. 
Gracias  por cada día, pola túa paciencia infinita, polo teu apoio diario, por ser 
crítico comigo e coa miña tese, pero non só quero agradecerche cousas, tamén che 
quero pedir perdón por todas as miñas ausencias, que foron moitas nos últimos 
tempos, por toda a “mala leche “ descargada en ti e por non estar sempre ó 100%. 
A ti tamén che prometo que non volverei facer outra tese ☺. 
 Gracias a todos!! 
 
20 de Xuño de 2017, 
María Touceda González 
 
 
 
 
 

